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Resumen 
Teniendo en cuenta el reciente interés por identificar y expresar enzimas de origen 
marino, el objetivo de este estudio fue identificar y expresar enzimas lipolíticas en el  
ADN metagenómico de las bacterias epífitas de la macroalga Ulva lactuca. Para ello se 
realizaron actividades de extracción de ADN total bacteriano de la superficie de los talos 
de la macroalga e identificación de posibles genes lipolíticos a través de PCR con 
primers específicos y degenerados. También se llevó a cabo la sub-clonación y expresión 
de genes previamente identificados en una librería metagenómica construida con ADN 
total bacteriano de U. lactuca, y la secuenciación de los potenciales genes lipolíticos. 
Como resultado, se obtuvo una cantidad aceptable de ADN total de alto peso molecular y 
de muy buena calidad. Este ADN total sirvió como molde para identificar un fragmento 
correspondiente a una Tiolasa marina, una enzima estrechamente relacionada con la 
función lipolítica; y un fragmento que podría representar una lipasa verdadera en el 
metagenoma de las bacterias epífitas de U. lactuca. Adicionalmente, se verificó la 
actividad de dos clones positivos para la actividad lipolítica obtenidos de una librería 
metagenómica previa. Así, a través de sub-clonación se obtuvieron 54 sub-clones activos 
y se confirmó la actividad de 15 de ellos al degradar los sustratos Tween 20 y tributirina. 
La presencia de los insertos responsables de la actividad lipolítica de los subclones más 
activos, fue verificada vía PCR. En cuanto al componente cultivable, se obtuvieron tres 
cepas de la superficie de U. lactuca con muy buena actividad lipolítica, en donde la cepa 
C11 identificado como Vibrio alginolyticus, resultó ser la más activa. Los resultados del 
presente estudio permiten entender la diversidad genética que existe en los ambientes 
marinos, principalmente en macroalgas verdes. Así, este sería el primer reporte de 
enzimas lipolíticas sintetizadas por bacterias epífitas de Ulva lactuca en el Caribe 
colombiano. 
 
Palabras clave: Gen lipolítico, actividad lipolítica, bacterias epífitas, Ulva lactuca, ADN 
total o metagenómico 
 
X Búsqueda y expresión de enzimas lipolíticas sintetizadas por bacterias epífitas de 





According to the recent interest in identifying and expressing enzymes of marine origin, 
the aim of this study was to identify and express lipolytic enzymes in the metagenomic 
DNA of the epiphytic bacteria of the seaweed Ulva lactuca. To achieve this, total bacterial 
DNA was isolated from the surface of the seaweed stems. Then, identification of possible 
lipolytic genes through PCR with specific and degenerate primers was possible. Besides, 
sub-clonation and expression of genes previously identified in a metagenomic library 
constructed with total bacterial DNA from U. lactuca were also performed and finally the 
sequencing of potential lipolytic genes. As a result, an acceptable amount of high 
quality/molecular weight total DNA was obtained. This DNA served as template to identify 
a fragment corresponding to a Thiolase, also close-related to lipolytic enzymes, and 
another fragment that could represent a true lipase. Additionally, the activity of two 
lipolytic positive clones obtained from a previous library was verified. Thus, throughout 
sub-cloning activities, 54 positive subclones were obtained and the activity of 15 of them 
was confirmed by degrading Tween 20 and Tributyrin substrate. The presence of the 
inserts responsible for the lipolytic activity of the most active subclones was conformed 
via PCR. On the other hand, related to the cultivable component, three strains of the U. 
lactuca surface with very good lipolytic activity were obtained, where strain C11, a Vibrio 
alginolyticus, was found to be the most active. To sum up, the results of the present study 
allow understanding the genetic diversity that exists in the marine environments, mainly in 
green seaweeds. Thus, this would be the first report of lipolytic enzymes synthesized by 
epiphytic bacteria of Ulva lactuca in the Colombian Caribbean. 
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Las superficies marinas son rápidamente colonizadas por poblaciones de bacterias que 
se encuentran suspendidas en la columna de agua, esto debido a que dichas superficies 
albergan gran abundancia de nutrientes, metabolitos y compuestos químicos, que las 
hacen un hábitat propicio para estos microorganismos [1, 2]. Este tipo de asociación es 
promovido por un proceso conocido como fouling marino que a su vez desencadena la 
formación de biopelículas [3, 4]. Entre las superficies marinas frecuentemente 
colonizadas, las superficies de los organismos vivos representan una interfase altamente 
activa que constituye una relación estrecha entre el epífito (microorganismo asociado a 
una superficie) y el hospedero o basibionte; por medio de interacciones interespecíficas 
que involucran múltiples beneficios [5]. 
 
En consecuencia, se ha documentado una vasta información sobre la relación epibiótica 
entre bacterias y algunos organismos marinos como corales, esponjas, gusanos, 
ascidias, briozoos, nudibranquios, estrellas de mar [4, 6, 7] y macroalgas [4, 8-10]. Éste 
último grupo, que incluye a las algas verdes, rojas y pardas, se caracteriza porque sus 
superficies contienen grandes cantidades de compuestos orgánicos como azúcares 
complejos [11], proteínas, ácidos grasos de cadena larga, así como distintos tipos de 
metabolitos secundarios [12, 13]. 
 
En relación a las algas verdes, éstas se caracterizan por poseer perfiles lipídicos 
extensos que llegan a representar hasta el 50 % del peso seco macroalgal [13], y por 
esta razón, las bacterias asociadas a sus superficies sintetizan enzimas lipolíticas o 
lipasas [14], muchas de tipo triacilglicerol hidrolasas (EC 3.1.1.3), que les permiten 
degradar dichos sustratos [15, 16]. Estas lipasas constituyen uno de los grupos de mayor 
aplicación a nivel biotecnológico, dado que se encuentran involucradas en la síntesis 
masiva de bio-polímeros y bio-combustibles, en la producción de fármacos enantiopuros, 
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aditivos de detergentes, agroquímicos, compuestos de sabor y en el lavado de textiles, 
entre otros procesos [17, 18]. Dentro de las lipasas con mayor demanda a nivel industrial, 
las de origen bacteriano han llamado enormemente la atención debido a que poseen 
características únicas, por ejemplo, la gran variedad de actividades catalíticas que 
exhiben, los altos rendimientos de reacción, la facilidad de manipulación genética, y la 
optimización y obtención de altas cantidades requeridas en los bioprocesos [19]. 
 
Actualmente, existe un creciente interés en este tipo de enzimas, especialmente, las de  
origen marino, las cuales han sido estudiadas a partir de estrategias que incluyen 
aproximaciones metagenómicas [2]. En consecuencia, esto ha permitido identificar, aislar 
y caracterizar genes codificantes para lipasas (o genes lipolíticos) en el metagenoma de 
las comunidades de bacterias marinas de distintos ambientes, que incluyen planicies 
intermareales [20-22], agua de mar y ambientes costeros [23, 24], sedimentos marinos 
[25-28], y las superficies de los organismos vivos [29-33]. De esta manera, muchas 
enzimas lipolíticas han sido obtenidas y caracterizadas, y se les ha atribuido múltiples 
aplicaciones industriales y biotecnológicas, con propiedades y características únicas en 
comparación a las enzimas convencionalmente empleadas en los distintos procesos [14, 
34, 35]. 
 
Es este sentido, los ambientes marinos han representado recientemente un potencial 
biotecnológico importante dada la alta diversidad de microorganismos que albergan [7, 
36], ya que éstos presentan diferentes adaptaciones para crecer y desarrollarse con 
variados cambios de presión, temperatura, salinidad, disponibilidad de nutrientes, 
concentración de oxígeno, etc.; así, esta presión selectiva ha generado una amplia 
diversidad metabólica, la cual se basa en funciones enzimáticas novedosas, así como 
nuevas rutas metabólicas [37]. 
 
En concordancia, el reconocimiento del potencial biotecnológico que exhiben las 
comunidades de bacterias asociadas a las superficies vivas ha ido aumentando 
súbitamente, ello debido a la demanda creciente de nuevos productos con propiedades 
únicas y aplicaciones diversas en distintos frentes [14, 34]. El ambiente marino por tanto, 
ha sido considerado una fuente potencial de novedosos genes, metabolitos y enzimas, 
reportándose para el 2009 cerca de 1011 compuestos bioactivos novedosos de origen 
marino [38]. Sin embargo, a pesar de la magnitud de tal potencial, muchas de las 
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superficies marinas vivas siguen aún sin ser exploradas [35, 39], y los estudios se han 
centrado principalmente en las comunidades de bacterias epífitas asociadas a 
organismos como corales, esponjas y otros macroinvertebrados [37], y con un menor 
enfoque, en las comunidades de bacterias epífitas de macroalgas marinas [40]. 
 
Por otra parte, en cuanto a las macroalgas, éstas producen variados compuestos 
orgánicos que son secretados al exterior, lo que determina que sus superficies sean 
sitios potenciales de colonización [1, 2, 41]. Entre dichos compuestos, muy abundantes 
sobre todo en las macroalgas verdes, se destacan los ácidos grasos de cadena larga 
poliinsaturados y monoinsaturados (PUFAs y MUFAs respectivamente) [13, 42]. Así, por 
ejemplo, las macroalgas verdes del género Ulva son constituyentes de abundantes e 
interesantes PUFAs, sobre todo de las series de omegas n-3 y n-6, los cuales 
representan el 5 % del peso seco de la macroalga y el 30 % de los lípidos totales [13]. 
Por esta razón, se cree que las bacterias que allí se establecen pueden aprovechar estos 
compuestos y por ende, sintetizan lipasas que les permiten asimilarlos [42, 43]. A pesar 
de saber esto, las lipasas sintetizadas por bacterias marinas han sido obtenidas a partir 
del metagenoma de sedimentos [24-26, 44], fondos blandos y arenosos [28], así como de 
las superficies de algunos organismos vivos diferentes a macroalgas [31], existiendo un 
único registro de lipasas producidas por las comunidades de bacterias asociadas a las 
superficies de macroalgas verdes [33, 45]. Así, las lipasas marinas caracterizadas, han 
exhibido características únicas como consecuencia de las condiciones fisicoquímicas 
propias de los ecosistemas marinos [22], las cuales les confieren propiedades de termo e 
hiper-termoestabilidad, barofilicidad, halotolerancia, tolerancia a pH alcalino y adaptación 
al frío (psicro-tolerancia); de modo que, las estas enzimas tienen una actividad catalítica 
eficiente bajo condiciones extremas, que en muchos casos asemejan las condiciones 
propias de ciertos procesos industriales y biotecnológicos [38]. 
 
Con base en todo lo anterior, resulta de suma importancia realizar estudios enfocados a 
la búsqueda y expresión de genes lipolíticos novedosos a partir de las bacterias 
asociadas a superficies vivas, particularmente a macroalgas del género Ulva, con el fin 
de generar conocimiento en relación a la diversidad genética de estos microorganismos. 
Por consiguiente, debido a que a la fecha no se han encontrado estudios enfocados a la 
búsqueda y expresión de genes lipolíticos a partir de las superficies macroalgales del 
Caribe colombiano, el presente estudio tiene como fin evaluar la presencia genes 
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codificantes para lipasas en la comunidad de bacterias epífitas de macroalgas de la 
especie Ulva lactuca, presentes en el litoral rocoso de “La Punta de la Loma” (Santa 



































1. Capítulo 1: Generalidades 
1.1. Las comunidades de bacterias marinas 
Las comunidades microbianas son definidas como ensamblajes de microorganismos 
multi-especie que viven juntos en un ambiente contiguo [46], y que presentan diferentes 
tipos de interacciones las cuales repercuten en importantes funciones, como lo son la 
productividad primaria, la remineralización de la biomasa y el ciclaje de los elementos de 
un ecosistema [38, 47, 48].  
 
Las comunidades microbianas se desarrollan cuando las condiciones micro-ambientales 
tales como la composición del sustrato, la disponibilidad de nutrientes, la intensidad 
lumínica, y los factores fisicoquímicos (temperatura, pH, salinidad) son óptimas para que 
se lleve a cabo su crecimiento [36]. En el ambiente marino, las comunidades microbianas 
están compuestas de miembros ubicuos [9], los cuales se encuentran suspendidos en la 
columna de agua, asociados a superficies inertes formando biopelículas, o en el suelo 
marino formando estructuras a modo de tapetes [38], habitando las profundidades 
abisales, así como los ecosistemas costeros que incluyen los arrecifes coralinos, pastos 
marinos, manglares, y litorales rocosos [38, 49]. Allí, las comunidades bacterianas se 
asientan por medio de la producción de metabolitos y enzimas, lo cual genera una 
columna de gradiente químico que permite la formación de diferentes grupos funcionales 
que interactúan localmente de manera directa e indirecta [50], de modo que, esta 
coexistencia metabólica en la proximidad de sus nichos, favorece el crecimiento de la 
comunidad, así como múltiples funciones dentro de la misma [49].  
 
Sin embargo, las comunidades bacterianas no sólo se asocian a superficies inertes, sino 
que también son capaces de establecer relaciones estrechas con organismos vivos y 
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desempeñar papeles importantes en la salud, mantenimiento, defensa y metabolismo del 
hospedero [1, 9, 51]. Cuando los microorganismos se asocian a la superficie viva de un 
organismo o basibionte, se dice que son epífitos o epibiontes [3, 38], y allí pueden 
colonizarla de manera total o parcial [52, 53] debido a que estas superficies proveen un 
hábitat y fuente de nutrientes orgánicos [1] sobre los cuales se forman biopelículas en un 
proceso llamado “biofouling” [54]. Los epibiontes pueden establecer relaciones 
simbióticas con una gran variedad de organismos marinos, pues estas interacciones 
median el óptimo crecimiento y desarrollo morfológico del hospedero gracias a las 
diferentes ventajas que les confiere en la competencia con otros organismos, la 
colonización de las larvas y esporas reclutas [53], la respuesta ante a una condición 
estresante, la protección frente a microorganismos patógenos, y la degradación de 
determinados compuestos [38, 39, 55], entre otros.  
 
Los organismos marinos como las macroalgas y los invertebrados (corales, esponjas, 
briozoos, ascidias, tunicados, gusanos, etc.) son frecuentemente colonizados por 
bacterias que se adhieren a sus superficies [1, 6, 7, 54] a través de procesos físicos de 
absorción de moléculas en las superficies o por capas delgadas de muco-polisacáridos 
(mucílago) secretadas por los hospederos y las bacterias (figura 1-1) y cuya función es la 
de regular la colonización sobre estas superficies vivas [54]. 
 
Figura 1-1: Esquema de la colonización por bacterias planctónicas a través de películas 
de muco-polisacáridos o secreciones extra poliméricas (EPS) hasta construir un biofilm 





En adición, se sabe que la composición de las comunidades epífitas difieren de las 
poblaciones microbianas suspendidas en la columna de agua [39, 40], debido a que la 
interacción simbiótica es muy estrecha y específica, ya que los organismos marinos 
producen diferentes metabolitos que junto con las características de sus superficies 
ayudan a seleccionar los microorganismos mejor adaptados para que lleven a cabo la 
colonización [39, 57]. 
 
1.2. Las macroalgas y su relación con las bacterias 
epífitas 
Los corales y las esponjas son bien conocidos por las relaciones simbióticas que 
establecen con las comunidades de bacterias tanto en sus superficies como con las que 
viven en su interior [6, 38, 58]. Del mismo modo, las macroalgas presentan dichas 
interacciones [1, 5, 59] sin embargo; en comparación con organismos como corales y 
esponjas, estas han recibido menor interés [57].  
 
Las macroalgas son un grupo diverso y ubicuo que incluye tradicionalmente a las algas 
macroscópicas y multicelulares verdes, rojas y pardas [60], y cumplen un papel 
fundamental en los ecosistemas acuáticos dado que son parte significativa de la 
producción primaria global [61]. Estos organismos logran colonizar desde las superficies 
rocosas en los litorales hasta los sustratos arenosos en el intermareal e infralitoral [61, 
62], abarcando en muchas ocasiones, grandes extensiones a modo de tapetes algales 
[62]. Gracias a que las macroalgas producen variados compuestos orgánicos, sus 
superficies son sitios para la colonización de comunidades de bacterias planctónicas que 
los utilizan como fuente de carbono [1, 41]. Estos compuestos orgánicos van desde 
polisacáridos complejos como la pectina, celulosa, los fucanos, agares, carragenos y 
alginatos [5, 10], hasta lípidos de cadena larga, como los ácidos grasos poliinsaturados 
linoleico (C:18) y eicosapentaenoico (C:20 ω-3), y los ácidos grasos saturados como el 
ácido palmítico (C:16) [13, 42]. No obstante, existen otros factores que determinan el 
asentamiento de potenciales bacterias epífitas (figura 1-2), que incluyen: los metabolitos 
propios del alga, la existencia de una previa comunidad microbiana residente, los 
metabolitos secundarios producidos por dicha comunidad, las propiedades fisicoquímicas 
8 
 
de la superficie algal (O2, CO2, pH) [5], y características funcionales como el color, 
textura, flexibilidad, transparencia, permeabilidad y toxicidad, entre otras [63]. 
 
Estas superficies pueden albergar cerca de 102 a 107 bacterias/cm2, sin embargo esto 
depende entre otros factores, de la especie, la sección del talo y de la estación climática 
[5, 64]. Una vez las bacterias planctónicas han colonizado la superficie macroalgal, las 
algas proporcionan un hábitat seguro para los microorganismos [59, 63], en respuesta, 
las bacterias asociadas favorecen el crecimiento de la macroalga a través de la secreción 
de vitaminas y compuestos que son aprovechados por los basibiontes [4, 59]; también 
influyen en el desarrollo morfológico ya que se ha demostrado su importante rol en la 
diferenciación de las células que determinan por ejemplo, la forma normal de las 
estructuras foliares [5, 55]. 
 
Figura 1-2: Factores que intervienen en la colonización de bacterias planctónicas y 
potenciales epífitas sobre las superficies de las macroalgas hospederas. Tomado y 
modificado de [5]. 
 
 
Por otro lado, las bacterias epífitas le confieren a la macroalga una defensa química 
potente a través de la producción y secreción de compuestos anti-fouling, que impiden la 
colonización secundaria de microorganismos patógenos y oportunistas [3, 5, 39, 54, 64]; 
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y anti-grazing, que evitan el pastoreo por macroinvertebrados y peces herbívoros, [54, 
65] con el fin de mantener sus superficies limpias y asegurar un área extensa para los 
procesos fotosintéticos. Los microorganismos epibióticos también están involucrados, a 
través de la producción de compuestos alelopáticos, en la competencia de las 
macroalgas con otros organismos colonizadores como los corales y las esponjas, 
evitando el asentamiento de sus larvas cerca de los nichos de las algas [10, 66].  
 
Por otra parte, se ha visto que las macroalgas de ambientes tropicales (23° N – 23° Sur) 
comparadas con las de ambientes temperados, presentan una mejor defensa química, 
debida a la presión ejercida por el pastoreo y el fouling que predominan en dichos 
hábitats [67, 68]. Sin embargo, algunas macroalgas carecen de este tipo de defensa 
química y dependen en su totalidad de la interacción con las comunidades bacterianas 
asociadas a sus superficies, las cuales son capaces de producir compuestos en beneficio 
de la salud de las macroalgas [1, 3, 4, 39, 54]. Así, se ha documentado la actividad 
algicida de diferentes ácidos grasos poliinsaturados derivados de macroalgas verdes, los 
cuales inhiben la formación de “blooms” de diatomeas, dinoflagelados y microalgas [69-
71], y de ácidos grasos antibacterianos producidos por las algas verdes para evitar el 
asentamiento de bacterias patógenas [72]. No obstante, se sabe ahora que esta actividad 
se debe a la acción de las bacterias epífitas en sus superficies, las cuales sintetizan 
enzimas lipolíticas que rompen los lípidos liberando los ácidos grasos que exhiben dichas 
propiedades alelopáticas y antagónicas [2, 33, 45]; pues en realidad las macroalgas 
verdes en general carecen de defensa química ó su mecanismo de protección es limitado 
[39]. Por tanto, bacterias epífitas como Pseudoalteromonas sp., o Roseobacter sp., que 
se han encontrado abundantes dentro de las comunidades asociadas a las superficies 
macroalgales, proporcionan a sus hospederos metabolitos secundarios con actividad 
antimicrobiana y antifouling respectivamente [71, 73, 74]. 
 
Por otra parte, la interacción epífito – macroalga es muy selectiva y específica, pues se 
ha comprobado que la composición de las comunidades de bacterias planctónicas del 
ambiente circundante, difiere sustancialmente de las epífitas de las macroalgas [59, 63], 
y que la ocurrencia de éstas últimas en una especie macroalgal es diferente a la 
composición de epífitos de otras especies [5], incluso, existen variaciones dentro de la 
misma especie debido principalmente a la ubicación geográfica, la estación climática, los 
10 
 
mecanismos selectivos de ensamblaje de las bacterias en la superficie macroalgal y la 
colonización azarosa [40]. 
 
1.3. La macroalga Ulva lactuca como modelo de estudio 
El género Ulva (Chlorophyta: Ulvales) agrupa especies de macroalgas verdes comunes 
en los litorales rocosos y líneas costeras de los ecosistemas marinos, las cuales habitan 
en superficies duras, en áreas donde hay activo movimiento del agua o en cubiertas 
protegidas, entre el supra e intermareal y hasta los 10 m de profundidad en el infralitoral 
[62]. También habitan en cubiertas con sombra, en puertos, y en aguas generalmente 
con elevada concentración de nutrientes, como áreas contaminadas o recientemente 
afectadas por algún disturbio [75]. Las especies de este género exhiben gran plasticidad 
fenotípica adaptándose a diferentes condiciones fisicoquímicas y presiones del ambiente 
[76]. Para la identificación de las especies en este grupo, se tienen en cuenta las 
siguientes características morfológicas: presencia de un talo delgado o inconspicuo (casi 
ausente), forma de la hoja como láminas solitarias o en mechones, de 15 a 25 cm de 
alto, y de color verde brillante; hojas rizadas o planas, de forma variable y con márgenes 
lisas, onduladas, redondeadas y en algunas ocasiones lobuladas [62, 77]. También se 
caracterizan por presentar células redondas, cuadradas o poliedros irregulares, las 
cuales están de algún modo alineadas longitudinalmente en pares o en filas cortas [77]. 
 
Las macroalgas de la especie U. lactuca se caracterizan por su potencial en la industria 
alimentaria pues su perfil bioquímico indica que son una fuente rica en proteínas, 
carbohidratos, lípidos, vitaminas B1, C, D, E y B9, elementos traza [78], y otros 
compuestos como fibra dietaria, beta-carotenos, tocoferol, y ácidos grasos de cadena 
larga de la familia de los omega 3 (C:20 5ω3), los cuales son utilizados en medicina en la 
prevención de enfermedades digestivas, ataques cardiacos y trombosis [79]. También 
han sido de interés en la industria farmacológica, particularmente en la búsqueda de 
anticoagulantes, anti-proliferativos, antioxidantes, y antivirales [78].  
 
Adicionalmente, se sabe que ésta es una especie cosmopolita, y muy abundante en los 
sistemas costeros, la cual tiene una tasa de crecimiento rápida y es de fácil manejo [80]. 
Sin embargo, su importancia en parte radica en la composición química que exhibe, con 
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presencia de abundantes carbohidratos complejos que representan el 29 % del peso 
seco de la macroalga, [78, 81] y entre los cuales se encuentran azúcares sulfatados y  
hetero-polisacáridos ramificados en la pared celular conocidos como ulvanos, con 
importante actividad inmunitaria, citotóxica y anti-cancerígena, entre otras [82, 83]. 
También se destacan compuestos celulósicos, razón por la que estás macroalgas han 
sido blanco para la búsqueda de enzimas celulolíticas producidas por bacterias epífitas 
presentes en sus superficies [84, 85]. A pesar de todas estas características, se ha 
documentado que esta especie no presenta ningún mecanismo de defensa propia, en 
comparación con otras macroalgas [39, 86, 87], salvo la producción de algunos lípidos 
algicidas y alelopáticos reportados en especies como U. pertusa y U. fasciata, que 
inhiben el crecimiento de microalgas como diatomeas y dinoflagelados [69, 72]. Por tanto, 
los individuos de U. lactuca dependen completamente de los microorganismos que 
habitan sus superficies, que las defienden de la colonización de bacterias patógenas y 
microalgas, a través de la producción de compuestos antimicrobianos y antifouling (anti-
diatomeas) [70, 88, 89]. Por estas razones, U. lactuca ha sido considerada como un 
excelente modelo biológico para el estudio de poblaciones de bacterias epífitas 
asociadas a sus superficies [73, 86, 90, 91]. 
  
1.4. Estudio de las bacterias epífitas del género Ulva sp. 
Los estudios relacionados con bacterias epífitas de especies del género Ulva sp., se han 
centrado en la composición y abundancia de estas bacterias [45, 91, 92], sin embargo, 
otras investigaciones se han enfocado en la búsqueda de compuestos bioactivos, 
especialmente aquellos que exhiben actividad antimicrobiana [33, 39], antifouling [87, 89, 
90, 93, 94] y antifúngica [95, 96]. Algunos autores como Burke [45] y colaboradores [40, 
91] han trabajado específicamente en dilucidar la composición y abundancia de las 
bacterias epífitas asociadas a U. lactuca (también U. australis), centrándose en la 
estructura, variación y dinámica de las poblaciones, a través de aproximaciones 
metagenómicas, tal y como se resume en la tabla 1-1. 
 
Finalmente, en cuanto a los estudios liderados en la búsqueda de genes codificantes de 
enzimas novedosas utilizando a U. lactuca como modelo, éstos han sido escasos. Se 
han encontrado registros de la búsqueda y expresión de enzimas celulolíticas con fines 
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industriales para la producción de bioetanol [84, 85], así como de enzimas proteolíticas 
para degradar compuestos proteicos en la formación de biopelículas [97], y de enzimas 
lipolíticas (lipasa/esterasa) involucradas en actividad antimicrobiana [33]. Éste último 
estudio ha sido clave dado que evidencia la presencia de genes lipolíticos en el 
metagenoma de las bacterias epífitas de U. australis, y según los estudios realizados por 
Burke [45], es posible encontrar más de un gen lipolítico en el metagenoma de estas 
bacterias, que aparentemente están relacionados con la actividad antimicrobiana pues 
son expresados para degradar lípidos cuyos ácidos grasos resultantes actúan como 
compuestos antagonistas frente a diferentes bacterias patógenas; sin embargo, dichos 
estudios solo se han quedado en el reporte de los genes y no hay registros de su 
expresión y caracterización, por lo que resulta interesante la búsqueda de dichos genes 
en el metagenoma de las bacterias asociadas a las superficies de macroalgas de la 
especie U. lactuca en el Caribe colombiano. 
 
Tabla 1-1: Recopilación de estudios realizados por diferentes autores y colaboradores en 
relación a la composición y abundancia de bacterias epífitas de Ulva lactuca (U. australis) 
y las metodologías empleadas. 
Referencia Estudio Metodología 
[40] 
Identificación de un núcleo de genes 
funcionales en las comunidades epífitas 
Secuenciación Shot-gun a 
gran escala 
[91] 
Análisis de la composición, abundancia 
y variabilidad de las bacterias epífitas 
Librerías del 16S ARNr 
[33] Péptidos antimicrobianos novedosos 
Clonación y expresión de los 
genes abg1, abg2, y abg3 
[73] 
Caracterización molecular de los grupos 
de bacterias epífitas 
DGGE, CARD-FISH, PCR del 
16S ARNr y secuenciación 
[92] 
Análisis de la composición, abundancia 
y variabilidad de las bacterias epífitas 






1.5. Las lipasas y sus aplicaciones 
Las enzimas lipolíticas, catalizan la hidrólisis de cadenas largas de ácidos grasos, 
triacilglicéridos y otros lípidos [16, 17, 19, 98-100]. Las lipasas incluyen a las esterasas o 
carboxil éster hidrolasas (EC 3.1.1.1), que catalizan la ruptura de los enlaces estéricos de 
los éster carboxílicos dejando como producto el alcohol correspondiente y el anión 
carboxilo [16]. Las arylesterasas (EC 3.1.1.2), que hidrolizan los fenil acetatos en fenol y 
acetatos [15], y las lipasas de tipo triacilglicerol hidrolasas (EC 3.1.1.3) o lipasas 
verdaderas, que hidrolizan los triacilglicéridos en diacilglicerol y el anión de ácido graso 
de cadena larga [15, 16], o en monoacilglicerol y los respectivos ácidos grasos aniónicos 
[101]. Estas enzimas lipolíticas, pertenecen a la superfamilia α/β hidrolasas, con una 
estructura tridimensional de tipo hoja plegada beta (figura 1-3).  
 
Figura 1-3: Modelo en 3-D de la lipasa típica de Bacillus sp., la cual exhibe una 
organización topológica de α/β hidrolasa. Tomado y modificado de [99]. 
 
 
Todas las lipasas reportadas comparten un sitio activo altamente conservado con 
residuos de serina y el motivo Gly-Xaa-Ser-Xaa-Gly [102], en dónde Xaa es reemplazado 
por cualquier aminoácido con residuo ácido [99]. Las lipasas en general tienen un peso 
molecular que oscila entre 20 – 60 kDa, y su actividad está dada por una activación 
interfase, entre la fase hidrofóbica, la estructura micelar del sustrato y el medio en el qué 
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es soluble la enzima. Esta característica les confiere la versatilidad catalítica que va 
desde hidrólisis, esterificación, transesterificación, interesterificación [99, 103], alcoholisis 
y aminolisis [100] de grasas y aceites. 
 
En relación con las triacilglicerol hidrolasas o lipasas verdaderas, éstas son consideradas 
como un grupo de catalizadores biológicos importante para aplicaciones biotecnológicas 
dado que tienen diferentes frentes de utilidad en el campo industrial, por ejemplo: en la 
industria alimentaria animal para promover la digestión y asimilación de los nutrientes 
[104] y en la producción de compuestos para el sabor [17], en lavandería, como aditivos 
de detergentes para el lavado y tratamiento de textiles [15, 102, 105], en bioremediación 
y biodegradación, para descomponer compuestos xenobióticos altamente recalcitrantes 
[38, 102, 106], en la producción de agroquímicos y biodiesel por trans-esterificación de 
aceites y alcoholes, en la industria farmacéutica y cosmética, para la producción de 
compuestos enantiopuros [17] y citronelol laurato [107] a través de la esterificación de 
alcoholes de cadena larga. Además de ello, en la industria textil, las lipasas han sido 
empleadas para obtener acabados para hilaturas, lubricantes naturales, aceites y ceras 
para las fibras, así como en la producción de algodón [15, 105]. El interés en este campo 
subyace sobre todo en la producción rápida y específica [108] de compuestos químicos 
importantes manufacturados por las lipasas con actividad quimio y enantioespecífica [19, 
98, 109] tales como la esterificación, trans-esterificación, formación de enantiómeros y 
aminolisis [101]. 
 
Por otro lado, las lipasas eran comúnmente obtenidas de fuentes animales (páncreas), o 
de hongos y levaduras, y generalmente se mezclaban con otros tipos de hidrolasas como 
las pancreatinas para potenciar su actividad, sin embargo la demanda de páncreas era 
muy elevada para obtener pocas cantidades de enzima [19], por esta razón, la mirada se 
centró en nuevas enzimas lipolíticas provenientes de otras fuentes más accesibles y de 
fácil obtención, tales como las de origen bacteriano. Así, las lipasas bacterianas han 
generado gran interés [110] y presentan múltiples características [19, 110]. Es así como, 
la contribución de lipasas al mercado industrial está encabezado por las lipasas 
bacterianas (45 %), seguido de las lipasas de hongos (21 %), animales (18 %), plantas 




Por otro lado, las enzimas lipolíticas sintetizadas por bacterias marinas han tenido mejor 
recepción que las obtenidas de otros microorganismos de suelos, dado que las lipasas 
de estos últimos a pesar de tener una actividad catalítica eficiente en la degradación o 
síntesis de lípidos bajo condiciones alcalinas, su actividad se ve afectada por otros 
compuestos como sales biliares (colato de sodio, deoxi-colato de sodio y tauro-colato de 
sodio), o por la presencia de iones como Ni2+, Ca2+, Fe2+ y Fe3+ [111], así como de 
compuestos surfactantes [98]. No obstante, las lipasas aisladas de bacterias marinas son 
mucho más estables frente a dichos compuestos y poseen varias propiedades, que las 
hacen alcalinas, halotolerantes y termoestables [44, 112]. En la actualidad, algunas 
lipasas obtenidas de bacterias marinas también han sido útiles en la degradación e 
inhibición de biopelículas pues se ha demostrado que ayudan a la actividad 


























2. Capítulo 2: Obtención del ADN total de las 
bacterias epífitas de la macroalga Ulva 
lactuca 
2.1. Introducción 
Los ambientes marinos representan una fuente importante de novedosos productos 
naturales (genes, metabolitos, y enzimas) [2], debido a la alta diversidad de 
microorganismos, especialmente de bacterias, que los conforman [7, 36]. Entre los 
ambientes marinos más ricos y diversos, las superficies de los organismos vivos llaman 
la atención porque albergan gran abundancia de nutrientes, metabolitos y compuestos 
químicos orgánicos, que las convierten en un hábitat propicio para la colonización de 
bacterias epífitas que establecen una estrecha relación con el hospedero [1], [5]. En 
consecuencia, estas bacterias se asientan sobre las superficies para aprovechar la alta 
carga de compuestos orgánicos allí presentes, gracias a que poseen una maquinaria 
específica para la síntesis de enzimas especializadas (en su mayoría de tipo hidrolasa) 
que les permiten degradar y metabolizar dichos compuestos [14]. Así, se sabe que estas 
bacterias poseen una alta diversidad genética, y las enzimas producto de la expresión de 
sus genes, han sido blanco de múltiples estudios enfocados en su potencial aplicación a 
nivel biotecnológico e industrial [101, 114]. 
 
Para el estudio de la diversidad genética y funcional de las bacterias epífitas, se han 
empleado herramientas metagenómicas por medio de la obtención o aislamiento del ADN 
total [14, 22, 115, 116]. De este modo, a partir de este ADN se pueden construir librerías 
metagenómicas que derivan en ensayos de tamizaje que a su vez permiten identificar 
clones activos para determinada actividad de interés. A esto es lo que se llama técnicas 
independientes de cultivo que han sido clave en el estudio de las comunidades 
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microbianas de los distintos ambientes, principalmente porque se sabe que el 99 % de 
los microorganismos existentes no son cultivables, a razón de los problemas que se 
presentan para reproducir en los medios de cultivo, las condiciones ambientales y los 
parámetros fisicoquímicos óptimos de crecimiento [14, 117-119]. De esta forma, el 
estudio de las comunidades de bacterias se ha basado en métodos que incluyen la 
amplificación del ADN a través de la reacción en cadena de la polimerasa o PCR, el 
análisis del gen 16S rARN o de otros genes altamente conservados [120-123] y otros 
métodos como la mencionada construcción de librerías metagenómicas [117, 123]. 
 
La metagenómica es el análisis meta que estadísticamente combina el estudio 
comprensivo de todos los genomas de los microorganismos en una muestra [120]. Esta 
herramienta parte de una estrategia que comprende el aislamiento del ADN total a través 
de técnicas de extracción y purificación; la construcción de librerías de clones por medio 
de vectores adecuados y transformación en hospederos heterólogos, el screening o 
tamizaje de los clones transformantes resultantes, y el análisis de los datos [117, 124, 
125]. Así, las aproximaciones metagenómicas pueden tomar dos vías: los análisis 
basados en la secuencia del gen 16S rARN con el fin de establecer relaciones 
filogenéticas, y los análisis basados en la función con el objetivo de buscar actividades de 
enzimas y sus aplicaciones [118, 120, 123]. 
 
De esta manera, existen múltiples procedimientos para aislar el ADN total de una 
comunidad de microorganismos, sin embargo, éstos deben incluir un esquema que sea 
selectivo para únicamente extraer el ADN bacteriano [14, 119]. Generalmente, las 
bacterias epífitas viven formando bio-películas sobre las superficies de los organismos 
marinos vivos (ej.: las algas), por lo que remover la biomasa bacteriana previo a la 
extracción es dispendioso y resulta en un bajo rendimiento, del mismo modo en 
ocasiones, existe co-extracción de ADN bacteriano y eucariota, lo que puede influir 
negativamente en aplicaciones posteriores como la construcción de librerías con ADN de 
gran tamaño que resultarían sesgadas por contener ADN del hospedero, y en 
aplicaciones con el gen 16S rRNA porque habría contaminación con el ADN de las 
mitocondrias y cloroplastos provenientes del hospedero.  
 
Así, algunos procedimientos incluyen cocteles multi-enzimáticos que permiten la ruptura 
de las matrices de polisacáridos en las bio-películas y de las paredes celulares de las 
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bacterias epífitas, y de esta manera la liberación del ADN bacteriano [45, 126]. 
Adicionalmente, existen otros procedimientos físicos que permiten el desprendimiento de 
las bacterias adheridas a las superficies y adicionalmente, promueven la ruptura de las 
gruesas paredes celulares, sobre todo en bacterias gram-positivas y actinobacterias, 
éstos se basan principalmente en el choque mecánico a través de perlas disruptoras de 
las células o Bead-Beating [127, 128]. Esta técnica ha sido empleada recientemente para 
la obtención de ADN metagenómico de muestras ambientales, en donde las bacterias 
están adheridas a las superficies y son desprendidas a través de la fuerza mecánica 
ejercida por las perlas de sílica o Beads [129, 130].  
 
Con base en todo lo anterior, y dado el reciente interés por explorar la diversidad 
genética en bacterias asociadas a las superficies de organismos vivos como las algas 
verdes; para el presente estudio, se tiene como objetivo extraer el ADN total de la 
comunidad de bacterias epífitas de macroalgas de la especie Ulva lactuca presentes en 
el litoral rocoso “La Punta de la Loma” (Santa Marta – Caribe colombiano). 
 
 
2.2.  Metodología 
2.2.1. Área de estudio 
La distribución en el Caribe Colombiano de la macroalga verde Ulva lactuca va desde el 
Puerto de la Loma (Aeropuerto), Bonito Gordo (Bahía Concha), Neguanje, y Santa Marta, 
hasta el Parque Nacional Natural Tayrona. Para el muestreo y recolecta, se escogió la 
zona del Puerto de la Loma o “Punta de la Loma”, debido a la incidencia de alta carga de 
materia orgánica proveniente de la desembocadura del río Magdalena, que permite la 
proliferación de macroalgas de este género sobre todo en época de lluvia. La zona de 
muestreo se señala en la figura 2-1, y se caracteriza por ser una plataforma rocosa 
incrustada con una extensa superficie intermareal horizontal bañada por la marea, en 
cuyos supra y mesolitoral es posible encontrar talos de U. lactuca [131].  
 
El clima de la zona es seco y cálido, con temperaturas promedio de 28 ºC. La 
profundidad máxima es de 5 m, y la zona costera está altamente influenciada por la 
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incidencia de agua dulce provenientes de la desembocadura de la Ciénaga Grande de 
Santa Marta y del río Magdalena [132], lo que aumenta la cantidad de materia orgánica 
que permite el desarrollo de ciertas especies de macroalgas. Por otro lado, durante la 
época seca, las aguas costeras son influenciadas por el evento de surgencia proveniente 
de la corriente del Caribe y la contracorriente de Panamá, que de igual forma aumentan 
la concentración de nutrientes lo que conlleva al aumento en la biomasa de muchas 
especies de macroalgas presentes en el litoral rocoso costero [133]. 
 
Figura 2-1: Área de estudio. Se muestra el litoral rocoso de “La Punta de la Loma” en el 




2.2.2. Recolección y almacenamiento de las muestras  
Se recolectaron talos de la especie Ulva lactuca en el litoral rocoso de “La Punta de la 
Loma” en Santa Marta, Colombia. Los talos se reconocieron por su color verde brillante y 
forma de lechuga [62]. En total, se extrajeron más de 30 g del alga representados en 
talos grandes, medianos y pequeños. Los talos fueron lavados con agua de mar artificial 
estéril para retirar los microorganismos débilmente adheridos [92, 126]. Las muestras se 
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depositaron en bolsas de polipropileno estériles y se refrigeraron a 4 °C hasta su llegada 
al laboratorio de Microbiología del Instituto de Biotecnología en la Universidad Nacional 
de Colombia, en la sede de Bogotá. Una vez allí, las muestras algales fueron 
almacenadas a – 80 °C hasta su procesamiento. 
 
2.2.3. Extracción del ADN total o metagenómico  
A través del ZR Soil Microbe DNA Kit™, se realizaron extracciones del ADN total (o 
metagenómico) de las bacterias epífitas de U. lactuca. Para cada extracción, se pesaron 
0.8, 0.9 y 1.0 g del talo del alga por triplicado. La muestra del alga fue depositada en  
tubos con perlas junto con la solución de lisis. Para desprender las bacterias adheridas a 
las superficies de los talos del alga, los tubos fueron expuestos durante 1.5 mins a un 
aparato disruptor Bead-Beater. Luego, las muestras se dejaron 5 mins en hielo y a 
continuación, se sometieron al Bead-Beater por 1.5 mins más. A partir de este paso, se 
siguió el protocolo correspondiente al kit. El ADN en las matrices de los tubos fue 
resuspendido entre 20 y 15 µl de buffer de elución. Así, el ADN extraído fue almacenado 
a – 20 ºC y hace parte del stock de ADN total de las bacterias epífitas de U. lactuca. 
Adicionalmente, para determinar con qué peso del alga se obtenía un mejor rendimiento 
en la extracción, se hallaron las concentraciones promedio ± DE de ADN para cada peso 
y se determinó el mayor promedio. A partir de este dato, todas las extracciones 
subsecuentes se llevaron a cabo utilizando la misma cantidad del alga.    
 
2.2.4. Visualización y cuantificación del ADN bacteriano 
El ADN extraído se verificó a través de electroforesis en gel de agarosa al 0.8 % 
preparado con buffer TBE 0.5 X. Para cada muestra, se utilizó una mezcla de 5 µl de la 
muestra de ADN y 3 µl de loading buffer, en un corrido a 80 V y 400 mAmp durante 1.5 h. 
Los geles fueron revelados y digitalizados por medio del transiluminador UV Molecular 
Imager® Gel Doc™ XR System 2000. Por otro lado, el ADN también fue cuantificado a 
través del Qubit Assays Kit de Invitrogen®. Se hizo la lectura con 1 µl de muestra, se 
calculó la concentración del ADN en la muestra, y se repitió la medición hasta completar 
3 lecturas. De este modo, se halló la concentración promedio ± DE en ng/µl del ADN. 
Adicionalmente, el ADN extraído fue cuantificado a través del Nanodrop 2000C, en cuyo 
caso, se tomó una alícuota de 1 µl del ADN y se realizó la lectura por triplicado, con el fin 
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de registrar los datos correspondientes a concentración (ng/µl) y pureza (relación 
ADN/Proteína medida a 260nm/280nm). 
 
2.2.5. Verificación de la viabilidad del ADN total o metagenómico 
Con el fin de verificar la viabilidad del ADN total extraído, es decir, que éste sea 
amplificable vía PCR y sirva como ADN molde para ensayos posteriores, se realizó una 
prueba amplificando el gen 16S rRNA. Esto se llevó a cabo con las siguientes 
condiciones: para un volumen de reacción de 20 µl, una concentración final de Buffer Taq 
1X, dNTPs 0.5 Mm, primers universales 27F y 1492R 0.5 µM, MgCl2 2.0 mM, Taq 
Polimerasa 1.0 U/µl y 100 ng de ADN. Las condiciones en el programa del termociclador 
fueron: desnaturalización a 95 °C x 5 mins, 30 ciclos de desnaturalización a 94 °C x 30 
secs, anillamiento a 55 °C x 1 min, extensión a 72 °C x 1.5 mins y finalmente, la 
elongación final a 72 °C x 10 mins. Los productos de PCR obtenidos fueron visualizados 
en geles de agarosa al 2 % y el fragmento de interés fue identificado por tener un tamaño 




Para la estandarización, en los ensayos de extracción de ADN total, se obtuvo mayor 
cantidad del ADN con 0.9 g del talo algal (23.43 ± 3.31 ng/µl), sin embargo la diferencia 
entre los tres pesos evaluados no es considerable (figura 2-2). De esta manera, se optó 
por utilizar para subsecuentes ensayos, entre 0.8 y 0.9 g de muestra del talo del alga. No 
se consideró utilizar 1.0 g del alga dado que esta cantidad evita que las perlas que 
vienen en los tubos de lisis logren desprender las bacterias adheridas a las superficies de 
las muestras, y además, la cantidad de solución de lisis se rebosa del tubo dado que la 
muestra ocupa mayor espacio. La pureza del ADN fue homogénea tras cada extracción 
variando entre 1.6 ± 0.09 y 1.8 ± 0.05 (figura 2-3). 
 
Figura 2-2: Concentración (ng/µl) del ADN total de la superficie de U. lactuca extraído 





Figura 2-3: Pureza (260/280) del ADN total de la superficie de U. lactuca obtenido 
utilizando diferentes pesos. Se muestra la pureza promedio y la desviación estándar. 
 
 
Una vez estandarizada la extracción de ADN total de las bacterias epífitas de los talos de 
U. lactuca, se obtuvieron varias muestras del ADN en donde la concentración varió entre 
11.17 ± 0.27 y 75.62 ± 0.23 ng/µl (véase Anexo A Tablas A-1 y 2). Los valores más altos 
de concentración de ADN total se obtuvieron en donde se usó menor cantidad de 
muestra del alga. Por otra parte, se obtuvo ADN de muy buena calidad e integridad pues 
la pureza (260/280) varió entre 1.6 y 1.7 tras las diferentes lecturas. Adicionalmente, este 




Figura 2-4: Corrido electroforético en gel de agarosa al 0.8 %, de las muestras de ADN 
total extraídas de las bacterias epífitas de U. lactuca. Se muestra el marcador de peso 
HyperLadder ™ 1 Kb. 
 
 
Finalmente, tras los ensayos de PCR con los primers universales 27F y 1492R, se logró  
amplificar en la mayoría de las muestras de ADN extraído de bacterias epífitas de U. 
lactuca, el gen 16S rRNA correspondiente a un fragmento de más o menos 1500 pb 
(figura 2-5). 
 
Figura 2-5: Amplificación del gen 16S rRNA a partir del ADN total extraído de las 







Realizadas las extracciones de ADN total proveniente de las bacterias epífitas de 
macroalgas de la especie U. lactuca, se observó que no existen diferencias significativas 
entre la cantidad de ADN extraído partiendo de distintos pesos de talo macroalgal [134]. 
Por este motivo, para las siguientes extracciones requeridas en este estudio, se 
seleccionó el rango de pesos con los que mayor cantidad de ADN total se obtuvo. En 
cuanto la pureza observada, que varió entre 1.6 y 1.8, se puede decir que la presencia de 
contaminantes como fenoles, proteínas u otras sustancias que absorben a 280 nm, y que 
pueden intervenir en aplicaciones posteriores como las reacciones de PCR, se dio en 
baja proporción [135]. Lo anterior se evidencia porque la mayoría de las muestras fueron 
amplificables para el gen 16S rRNA como control de la viabilidad del ADN total extraído, 
sin embargo otras muestras de ADN metagenómico de la superficie de la macroalga no 
fueron amplificables. Esto puede ser debido a la presencia de contaminantes típicos de 
estas muestras ambientales, como compuestos aromáticos; así, para reducir dicho efecto 
negativo, el uso de aditivos orgánicos como la albúmina de suero bovino o BSA es una 
excelente opción [136]. 
 
Por otra parte, es importante mencionar que a pesar de utilizar un rango de peso 
estrecho para las extracciones de ADN total, la concentración del ADN obtenido fue 
variable. Lo anterior puede explicarse debido a que la abundancia de bacterias epífitas 
sobre las superficies macroalgales cambia de acuerdo a la sección del talo, por ejemplo, 
en la base del talo se acumula una mayor cantidad de bacterias epífitas dado a la 
acumulación de materia orgánica y la proximidad del talo al sustrato, mientras que la 
abundancia disminuye conforme se acerca a la punta distal del alga, porque allí las 
superficies están más expuestas a las condiciones físicas (oleaje, luz solar) del ambiente 
[5]. Para macroalgas como Ulva australis (también U. lactuca), se sabe que en la base 
del talo, la cantidad de bacterias es de más o menos 107 células/cm2, mientras que en la 
punta distal del talo, la cantidad disminuye diez veces en magnitud (106 células/cm2) [5, 
73]. En concordancia, la variabilidad en la concentración de ADN obtenida está explicada 
por la diferencia en la abundancia debido a la sección del talo, incluso, la abundancia de 
bacterias también varía en relación a la estación climática, la ubicación geográfica, e 




Por otra parte, el método de extracción implementado en este estudio se basó en el uso 
de un kit comúnmente utilizado para la extracción de ADN ambiental, el cual emplea la 
técnica de Bead-Beating para el proceso físico de disrupción celular. Éste método de 
extracción de ADN fue evaluado previamente por Longford et al. [74] y Burke et al. [126], 
quienes reportan la obtención de hasta 2 µg de ADN metagenómico por 1 g de peso 
húmedo del alga. En este estudio se registró una concentración de hasta 0.073 µg por 1 
g de peso húmedo del alga, una cantidad mucho menor a la reportada en estudios 
previos. Lo anterior puede ser explicado tal y como se mencionó previamente debido a 
que las comunidades de bacterias epífitas no están homogéneamente distribuidas como 
ocurre en otros organismos como las esponjas, en donde la extracción de ADN total a 
través de Bead-Beating resulta ser mucho más eficiente [74]. A pesar de lo anterior, dado 
que la técnica de Bead-Beating incluye el desprendimiento y la disrupción de las células 
en la superficie de un tejido por medio de la colisión entre éste y las perlas de sílica [127-
130], este método es muy útil para obtener ADN de bacterias epífitas con paredes 
celulares complejas como las de los fila Actinobacteria y Firmicutes [129], que son muy 
frecuentes en las superficies de U. australis (también U. lactuca) [45, 74, 91, 92] y como 
resultado es posible obtener ADN bacteriano de grupos muy representativos tanto gram-
positivos como gram-negativos [130] presentes en las superficies macroalgales. 
 
En cuanto a la cantidad de ADN metagenómico necesario para aplicaciones posteriores 
como reacciones de PCR o la construcción de librerías metagenómicas encaminados a 
análisis de filogenia o de función, se ha observado que es mucho más importante obtener 
ADN de alto peso molecular (entre 10 y 80 Kb) y de alta calidad (razón 260/280 nm > 1.6, 
óptimo 1.8) [130, 138]. El ADN total obtenido en el presente estudio fue mayor a 10 Kb y 
como se mencionó, la calidad fue buena siendo mayor a 1.6 (260/280 nm) en la mayoría 
de los casos.  
 
Así mismo, las extracciones realizadas tuvieron como fin obtener ADN de bacterias 
epífitas de la superficie macroalgal, que se encuentre en la calidad y cantidad necesarias 
para los procedimientos subsecuentes relacionados con la identificación y posterior 
secuenciación de los genes codificantes para lipasas de interés en el estudio. En este 
sentido, el ADN proveniente de bacterias epífitas de U. lactuca, es amplificable y sirvió 
como molde para la amplificación del gen 16S rRNA tras ensayos de PCR, lo cual fue 
tomado como criterio de selección del ADN a utilizar en las reacciones posteriores. No 
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obstante, como se mencionó en un principio, se ha observado que no todas las muestras 
de ADN total extraído pueden ser amplificables debido a la presencia de compuestos 
fenólicos, ácidos húmicos, y metabolitos como proteínas y RNA que son co-extraídos 
cuando se usan métodos de extracción mecánicos como el empleado en el presente 
estudio [135]. De esta manera, los ácidos húmicos y fenoles se unen a los grupos amidas 
del ADN evitando que éste sirva de molde para la ADN polimerasa en las reacciones de 
PCR [139]. Sin embargo, cabe aclarar que el ZR Soil Microbe DNA Kit contiene un filtro 
que remueve los compuestos fenólicos y húmicos en el ADN total extraído, lo que se 
complementa con protocolos de purificación requeridos para promover la alta eficiencia 




























3. Capítulo 3: Identificación de genes 
lipolíticos en el ADN total de bacterias 
epífitas de la macroalga Ulva lactuca 
3.1.  Introducción 
Las condiciones fisicoquímicas del ambiente marino son muy variables y en algunos 
casos, extremas, en comparación con los ambientes terrestres; por esta razón, las 
bacterias marinas deben sintetizar enzimas especializadas con varias propiedades y 
características que las hacen activas en dichas condiciones y que además, las hacen 
únicas y diversas [22, 101, 140]. Tales características que exhiben estas enzimas son: 
actividad a altas y bajas temperaturas, así como en condiciones de pH alcalino, altas 
concentraciones de sal y amplios rango de sustratos [38, 114, 141-143].  
 
En consecuencia, múltiples estudios se han enfocado en la búsqueda de estas enzimas 
pues se ha comprobado que la actividad catalítica, especialmente del tipo hidrolasa, es 
muy eficiente bajo diferentes condiciones extremas en muchos procesos industriales y 
biotecnológicos [38]. En concordancia, se han obtenido diferentes tipos de enzimas 
marinas tales como: lipasas, esterasas, agarasas, celulasas, amilasas, proteasas [38, 
106, 111, 116, 144-146], además de enzimas especializadas tales como las ulvanoliasas 
(que degradan el ulvano, un compuesto típico de macroalgas verdes del género Ulva sp.) 
[83, 147], que son únicas y específicas para ciertos sustratos.  
 
En adición, varios ambientes marinos han sido explotados en la búsqueda y obtención de 
novedosas enzimas hidrolíticas, estos ambientes van desde las fumarolas hidrotermales 
y cuencas oceánicas, hasta inter-planicies mareales, fondos arenosos, aguas costeras, 
sedimentos, y superficies de los organismos vivos [141, 143, 144]. Tal es el caso de las 
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superficies de macroalgas marinas, las cuales albergan gran diversidad bacterias epífitas 
[4, 8-10, 141, 148]. 
 
Por otra parte, dentro de las enzimas marinas más estudiadas, las lipasas constituyen un 
grupo importante de biocatalizadores [17, 19, 98, 99, 102, 110, 141, 149]. Así, hoy en día 
las lipasas y esterasas representan una gran porción con alto potencial de crecimiento en 
el mercado de las enzimas (World Industrial Enzymes Market), debido a que tienen 
múltiples aplicaciones biotecnológicas e industriales que incluyen: la síntesis masiva de 
biopolímeros y biocombustibles, la producción de fármacos enantiopuros y productos 
químicos finos, aditivos de detergentes y de agroquímicos, compuestos del sabor, en el 
lavado de textiles, y en la degradación de compuestos xenobióticos, entre otros [15-17, 
105, 141]. 
 
Como resultado de lo anterior, son diversos los estudios que se enfocan en la búsqueda 
y expresión de enzimas lipolíticas (bien sean lipasas o esterasas) de origen marino. Así, 
una revisión detallada de los últimos avances y hallazgos de las investigaciones, en torno 
a nuevas lipasas y esterasas extremófilas, fue realizada por López et al [141]. De ésta se 
resaltan los hallazgos de Yung et al [33], Burke [45] y Martin et al [148, 150], los cuales 
lograron identificar nuevas lipasas con diferentes propiedades, a partir del metagenoma 
de las bacterias asociadas a macroalgas.  
 
Sin embargo, lo más interesante es que, las lipasas marinas son muy diversas y a pesar 
de que pueden agruparse en familias, muchas exhiben novedosas características y 
propiedades que las hacen únicas y por tal razón pueden llegar a representar una nueva 
subfamilia. En consecuencia, López et al [141] presentan una clasificación actualizada de 
las lipasas que incluyen las familias I – VIII, a partir de la propuesta por Arpigny y Jaeger 
[151], con nuevas familias y subfamilias descubiertas a través de metagenómica 
funcional de diferentes ambientes, sobre todo marinos. 
 
Del mismo modo, estudios realizados por Yung et al [33] y Burke [45], registran la 
presencia de un gen lipolítico, correspondiente al ORF (Open Reading Frame) abg3, en 
el clon fosmídico UaAb1, el cual se obtuvo a partir del tamizaje funcional de una librería 
metagenómica construida con ADN de las bacterias asociadas a la superficie de U. 
australis. La proteína predicha Abg3 muestra homología (24 a 27 % de identidad) con 
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enzimas de tipo α/β-hidrolasas y de la superfamilia AB Hidrolasas. Además, Abg3 exhibe 
un dominio conservado que corresponde al Abhydrolase_3 (PF07859), y un dominio 
lipasa/esterasa. Con base a estos análisis, Yung et al [33] y Burke [45] demostraron la 
actividad hidrolítica de la proteína Abg3 y llegaron a la conclusión de que dicha actividad 
hidrolítica corresponde a la de una lipasa, dado a que el clon UaAb1 es capaz de 
degradar la tributirina (un lípido de cadena corta) formando halos de degradación de 0.5 
cm en placas suplementadas con este sustrato. Adicionalmente, los análisis de 
homología y de filogenia realizados por Burke [45] muestran que Abg3 es homóloga a 
una lipasa sin-caracterizar de Novosphingobium aromaticivorans DSM 12444 (54 % de 
identidad) y a una Lipasa tipo 2 sintetizada por bacterias del género Moraxella TA144 (35 
% de identidad). 
 
A pesar del gran aporte de estos estudios, y de ser el primer y único registro de genes 
lipolíticos en el metagenoma de las bacterias asociadas las superficies de algas verdes, 
se desconoce si existen secuencias homólogas en bacterias epífitas de otras macroalgas 
verdes; por esta razón, la identificación de este y de otros genes lipolíticos en el 
metagenoma de bacterias epífitas de U. lactuca en el Caribe colombiano, permitiría 
determinar si existen homólogos al gen reportado en U. australis. Por tal motivo, se 
propuso como objetivo identificar genes que codifican enzimas lipolíticas en el 
metagenoma de las bacterias epífitas de macroalgas verdes de la especie Ulva lactuca, 
presentes en el litoral rocoso de “La Punta de la Loma” en Santa Marta – Caribe 
Colombiano. 
 
3.2.  Metodología 
Con el fin de identificar secuencias o genes codificantes para enzimas lipolíticas en el 
metagenoma de las bacterias epífitas de U. lactuca, se abordaron dos estrategias 
metodológicas que consistieron en el diseño y síntesis de primers específicos y 
degenerados. Los primers específicos permitirían la identificación de secuencias 
homólogas al gen abg3 identificado en el metagenoma de U. australis como se mencionó 
anteriormente; mientras que los primers degenerados posibilitarían la identificación de 
genes lipolíticos pertenecientes a la familia I de las lipasas, es decir, de lipasas 
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verdaderas. De manera que para alcanzar este objetivo, se llevó a cabo la metodología 
que se describe a continuación: 
 
3.2.1. Diseño de Primers específicos para el gen abg3  
3.2.1.1. Selección de la secuencia 
Con el fin de identificar secuencias homólogas al gen abg3 reportado por Burke [45] en el 
metagenoma de las bacterias epífitas de Ulva australis, se buscó la secuencia completa 
del fósmido del clon UaAb1 (HQ162719) en el NCBI y se identificó, a través del programa 
en línea Metagene, el ORF correspondiente al gen abg3. La secuencia del gen abg3 que 
corresponde al ORF20, está entre la posición 21704 y 22681 del fósmido, tiene un 
tamaño de 978 pb, y corresponde a un gen pues según lo descrito por Yung et al [33], 
existen dos regiones de transcripción upstream: – 36 (- 10 box AGCTATGCT) y – 56 (- 35 
box TAGATA).  
 
Para verificar que esta secuencia corresponde a un gen lipolítico, se realizó un Blastx 
contra la base de datos no redundante SwissProt. A partir de este análisis, se 
encontraron dos dominios: lipase_esterase superfamily (cl21494) y Abhydrolase_3 
(pfam07859). Con base a esto, se escogió la región 21704 – 22681 de la secuencia 
completa del fósmido del clon UaAb1 para el diseño del par de primers específicos y la 
amplificación del gen vía PCR, a partir del ADN de bacterias asociadas a la superficie de 
U. lactuca. 
 
3.2.1.2. Diseño de los primers 
A través de la herramienta Primer-Blast del NCBI se diseñó el par de primers para la 
secuencia del gen abg3. Se obtuvieron diez pares de primers de los cuales se escogieron 
aquellos que flanquearan las regiones extremas de la secuencia del gen, con el fin de 
lograr amplificar la mayor parte de la secuencia. Así, los primers seleccionados fueron el 




Adicionalmente, se probó la especificidad del par de primers sobre la secuencia del gen 
abg3 por medio de Primer-Blast, y se obtuvo una alta especificidad evidenciada en que 
los primers no se alinearon con otras secuencias. El producto esperado tiene un tamaño 
de 951 pb y los primers se alinean en la posición 4 y 954 de la secuencia para abarcar un 
97 % de la secuencia del gen. 
 
Figura 3-1: Pares de primers obtenidos a través de Primer-Blast y tomando como 
entrada la secuencia del gen abg3. 
 
 
3.2.2. Diseño de Primers degenerados para lipasas 
3.2.2.1. Selección del grupo o familia de lipasas 
Dada la alta diversidad de lipasas y esterasas bacterianas, las regiones que flanquean 
los sitios catalíticos y las secuencias entre los motivos difícilmente se conservan entre un 
grupo amplio de lipasas, debido a que es muy baja la similitud y muy corto el tamaño de 
las regiones consenso, lo cual no permite el diseño de primers degenerados sobre estos 
sitios poco conservados. Para evitar este problema, fue necesario seleccionar grupos o 
familias de lipasas que estén bien representadas en los ambientes marinos costeros, y 
en las bacterias asociadas a las superficies de organismos marinos que compartan el 
mismo hábitat de las algas verdes (por ejemplo las esponjas y las algas pardas). Para 
ello, se llevó a cabo una revisión detallada de las lipasas y esterasas obtenidas a partir 
de aproximaciones (meta)-genómicas de las bacterias asociadas a organismos marinos 




Así, a partir de dicha información (véase Anexo A Tabla A-3), se observa que las familias 
que más representan a las lipasas de las bacterias asociadas a organismos marinos y a 
agua de mar, son la familia I (lipasas verdaderas), familia II (GDSL lipasas) y familia VIII 
(lipasas tipo β-lactamasas). Adicionalmente, se determinó que estas enzimas, exhiben 
varias propiedades bioquímicas y características importantes en cuanto a su actividad, 
entre las que se destacan actividad hidrolítica sobre ésteres de lípidos de cadena larga y 
corta, alta estabilidad a altas concentraciones de sales, de solventes orgánicos e iones 
divalentes; termoestabilidad, alta eficiencia en condiciones alcalinas, y además, actividad 
anti-biofilm y antimicrobiana. 
3.2.2.2. Diseño de los primers 
En primer lugar, se escogió a la familia I para el diseño de los primers, debido a que esta 
familia engloba a las lipasas verdaderas o triacil-glicerol lipasas con importantes 
aplicaciones industriales y biotecnológicas, y además porque no hay muchos reportes de 
esta familia en ambientes marinos. Dentro de los registros encontrados se reporta LipG 
[21], una lipasa halotolerante aislada de Oceanobacillus sp a partir del agua de mar 
superficial de marismas de marea, la cual fue descrita por Kiran et al [152, 153], y LipA, 
una nueva lipasa alcalina reportada por Su et al [32] e identificada en el metagenoma de 
las bacterias asociadas a la esponja de mar Ircinia sp. Con base en la revisión realizada, 
se seleccionaron 18 secuencias representativas de lipasas pertenecientes a la familia I 
[154, 155]. Con ello, se llevó a cabo un alineamiento múltiple con CLUSTAL OMEGA 
http://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/, y se determinó el grupo de lipasas más 
relacionado a través de un clúster, utilizando la distancia del vecino más cercano. Así, se 
escogieron 9 secuencias relacionadas entre sí para encontrar una región consenso. Esta 
región consenso se determinó a través de la herramienta Block-Maker (http://blocks. 
fhcrc.org/blocks/make_blocks.html). Ésta permite realizar un alineamiento múltiple y con 
ello, encontrar la mejor región consenso a través del diseño de bloques los cuales se 
utilizan posteriormente para diseñar oligonucleótidos por medio del algoritmo CODEHOP 
(Consensus-Degenerate Hybrid Oligonucleotide Primers), descrito por Rose et al [156, 
157]. De esta manera, se obtuvieron 6 bloques (A – F) conservados los cuales fueron 
utilizados para generar los mejores primers (se utilizaron los valores por defecto, excepto 
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para la degenerancia que fue de 256, la exactitud de la degenerancia que fue de 2.5 y el 
uso codónico de Bacterias y plástidos -gbbct-). 
 
Finalmente, se obtuvo una lista de posibles primers para cada uno de los bloques, sin 
embargo, con el fin de abarcar la mayor parte de la secuencia consenso, se escogió un 
‘primer sentido’ (forward) para el bloque A y un ‘primer anti-sentido’ (reverse) para el 
bloque F. En adición, se determinó a qué dominio o motivo corresponde cada bloque a 
través de la herramienta InterPro (análisis y clasificación de secuencias de proteínas) del 
EMBL. Los códigos de acceso de las secuencias empleadas en la construcción de los 
bloques y en el diseño de los primers degenerados para lipasas de la familia I son: 
AAA50466, CAA32193, AAB01071, AEK97793, AAC05510, CAA49812, GAC32742, 
WP_016349285 y AGE44121. 
  
3.2.3. Caracterización de los sets de primers 
Para los sets de primers, se determinaron las característica físico-químicas in silico a 
través de las herramientas Multiple Primer Analizer de ThermoFisher Scientific y 
Oligoanalyzer de Integrated DNA Technologies (Oligo concentration: 0.5 µM, Na+: 50 
mM, Mg2+: 5 mM, dNTPs: 0.5 mM). Los parámetros de detección de estructuras 
secundarias se calcularon con una sensibilidad de 3, en una escala de 1 – 10 (en donde 
1 es el máximo de sensibilidad de detección y 3 es el óptimo). Los valores obtenidos 
fueron contrastados con los valores óptimos para PCR y secuenciación reportados por 
Dieffenbach et al [158], Buck et al [159], Jaric et al [160], Integrated DNA Technologies 
(2016) y Premier Biosoft (2016). Sobre la base de estos valores, se decidió si los sets de 
primers escogidos son óptimos para las pruebas in vitro. 
 
3.2.4. Análisis in sílico de la especificidad del set de primers 
degenerados  
Finalmente, para determinar la especificidad del set de primers degenerados por las 
secuencias de genes lipolíticos, se ejecutaron varios alineamientos con CLUSTAL 
OMEGA, entre los primers y las secuencias de ADN de lipasas utilizadas en el diseño de 
los mismos, y de otras secuencias escogidas al azar de la base de datos del NCBI. 
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Además, se determinó el tamaño promedio esperado del producto. Los códigos de 
acceso de las secuencias utilizadas para los alineamientos con los primers fueron: 
M58494, X14033, JF417979, KC152848, AF031226, M74010, AF047014, S69066. 
 
3.2.5. ADN control 
Con el fin de probar los sets de primers diseñados y sintetizados para las reacciones de 
PCR en la identificación de los genes lipolíticos en el ADN metagenómico de U. lactuca, 
se escogió como controles, el ADN extraído de cepas de bacterias epífitas aisladas de U. 
lactuca que exhibieron actividad lipolítica. Para ello se escogieron cinco cepas (C22, C71, 
C151, C11, C19A) del banco de cepas “Bacterias aisladas de la superficie de Ulva 
lactuca”, caracterizadas por generar halos de degradación en medio Luria Bertani (LB) 
suplementado con 1 % de tributirina v/v [33]. Estas cepas se crecieron en agar marino a 
28 ºC durante 48 h, con repiques quincenales y después almacenados a 4 ºC. También, 
fueron preservadas en crio-viales estériles con caldo marino + 20 % de glicerol, y 
almacenadas a – 80 ºC. El procedimiento se describe en el Anexo B. 
 
Adicionalmente, como controles positivos de la producción de lipasas verdaderas para la 
evaluación del set de primers degenerados, se escogió el ADN genómico de las cepas 
productoras de lipasas verdaderas Burkholderia cepacia y Pseudomonas aeruginosa 
PAO1, donadas por el instituto de Biotecnología de la Universidad Nacional de Colombia. 
Las cepas fueron repicadas en agar Luria-Bertani y su actividad productora de lipasas 
verdaderas fue evaluada a través de la degradación de aceite de oliva en placa. Para ello 
se empleó el medio ROA (Rhodamine-Olive Oil-Agar) que contiene, para 1 L de agua 
destilada, agar nutritivo, 8.0 g, NaCl, 4.0 g, agar bacteriológico, 20 g, aceite de oliva, 3 % 
v/v, y la solución de Rhodamina B 1.0 mg/ml. Las cepas fueron incubadas a 37 ºC 
durante 48 h y la actividad de hidrólisis del aceite de oliva fue evidenciada por la 
formación de halos fluorescentes alrededor de las colonias visibles con luz Ultra-Violeta. 
 
El ADN genómico de dichas cepas fue extraído a través del método de Fenol-Cloroformo-
Alcoholisoamílico [161, 162] (véase Anexo B) y del Fast DNA™ Kit for Soil. El ADN 
extraído y purificado fue almacenado a – 20 ºC y hace parte del stock de ADN de las 
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cepas control obtenidas de la superficie de U. lactuca y de los controles positivos para la 
actividad lipolítica verdadera. 
 
3.2.6. Estandarización de las condiciones de la PCR para los 
primers UaLip 
3.2.6.1. ADN molde 
Se utilizó como ADN molde, el ADN total extraído de la superficie de diferentes talos de 
U. lactuca, y el ADN extraído de las cepas control. En todos los casos, se utilizó de 100 a 
150 ng del ADN molde para un volumen final de 20 µl de reacción. 
 
3.2.6.2. Análisis de los primers UaLip sintetizados 
Los primers UaLip específicos para el gen abg3 (951 pb) reportado para bacterias no 
cultivables de Ulva australis, fueron diseñados y enviados para síntesis a través de IDT 
(Integrated DNA Technologies). Estos primers fueron caracterizados con el fin de 
determinar la temperatura teórica óptima de anillamiento al templete de ADN. Se utilizó el 
software en línea ‘Tm Calculator’, proporcionado por New England BioLabs ™INC en: 
http://tmcalculator.neb.com/#!/. 
 
3.2.6.3. Ensayos de PCR  
Se llevaron a cabo varios ensayos de reacción de PCR con las condiciones presentadas 
en la tabla 3-1 para un volumen final de 20 µl. Las condiciones en el programa del 
termociclador para el ensayo 1 fueron: desnaturalización a 95 °C x 5 mins, 30 ciclos de 
desnaturalización a 94 °C x 30 secs, anillamiento a un gradiente de temperatura desde 
51 °C a 61 °C x 30 secs (5 °C por encima y por debajo de la temperatura de anillamiento 
teórica), extensión a 72 °C x 1 min (1 min por cada 1 Kb) y finalmente, la elongación final 
a 72 °C x 10 mins. A partir del protocolo 2, se utilizaron las mismas condiciones en el 
termociclador con una modificación en la temperatura de anillamiento, la cual fue de 61.0 
°C. Los productos de PCR fueron visualizados en geles de agarosa al 2 %, en un corrido 
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electroforético por 1.5 h a 80 V y 400 mAmp. El fragmento de interés fue identificado por 
tener un tamaño de más o menos 950 pb. 
 
Tabla 3-1: Pruebas realizadas en la estandarización de las condiciones de PCR para la 
identificación del gen abg3 en el ADN total de las bacterias epífitas de U. lactuca. Se 
muestran las concentraciones finales para un volumen de reacción de 20 µl. BSA = 
Albumina de Suero Bovino, MgCl2 = Cloruro de Magnesio, Pol. = Polimerasa 
Reactivo 
Ensayos de reacción 
1* 2 3 4 
Taq Buffer 1 X 1 X 1 X 1 X 
dNTPs 0.2 mM 0.2 mM 0.2 mM 0.5 mM 
UaLipF 0.5 µM 0.5 µM Grad. de 0.1 a 1.0 µM 0.5 µM 
UaLipR 0.5 µM 0.5 µM Grad. de 0.1 a 1.0 µM 0.5 µM 
MgCl2 2.0 mM Grad. de 0.5 a 2.0 mM 2.0 mM 2.0 mM 
Taq Pol. 0.5 U/µl 0.5 U/µl 0.5 U/µl 1 U/µl 
BSA - - - 0.5 mg/µl 
*Este ensayo incluye las condiciones estándar tomadas de [163]. 
 
3.2.7. Estandarización de las condiciones de la PCR para los 
primers LipFam1 
3.2.7.1. Análisis de los primers LipFam1 sintetizados 
Los primers LipFam1 con posiciones degeneradas, para genes codificantes de lipasas de 
la familia I que incluyen las lipasas verdaderas de origen microbiano, fueron diseñados y 
enviados para síntesis por medio de IDT. Estos primers fueron caracterizados a través 
del software en línea ‘Tm Calculator’, proporcionado por New England BioLabs ™INC en: 
http://tmcalculator.neb.com/#!/. 
 
3.2.7.2. Ensayos de PCR 
Se llevaron a cabo dos ensayos de reacción de PCR con las condiciones presentadas en 
la tabla 3-2 para un volumen final de 20 µl. Adicionalmente, las condiciones en el 
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programa del termociclador para el ensayo 1 fueron: desnaturalización a 95 °C x 5 mins, 
30 ciclos de desnaturalización a 94 °C x 30 secs, anillamiento a un gradiente de 
temperatura desde 54 °C a 64 °C x 1 min (5 °C por encima y por debajo de la 
temperatura de anillamiento teórica), extensión a 72 °C x 2 min (1 min por cada 1 Kb) y 
finalmente, la elongación final a 72 °C x 10 mins. Los productos de PCR fueron 
visualizados en geles de agarosa al 2 %, en un corrido electroforético por 1.5 h a 80 V y 
400 mAmp. El fragmento de interés fue identificado por tener un tamaño en el rango de 
600 y 2000 pb. 
 
Tabla 3-2: Pruebas realizadas en la estandarización de las condiciones de PCR para la 
identificación de genes para lipasas de la familia I (lipasas verdaderas), en el ADN total 
de las bacterias epífitas de U. lactuca. Se muestran las concentraciones para un volumen 
final de 20 µl. 
Reactivo 
Ensayos de reacción 
1* 2 
Taq Buffer 1 X 1 X 
dNTPs 0.5 mM 0.5 mM 
LipFam1F 0.5 µM 0.5 µM 
LipFam1R 0.5 µM 0.5 µM 
MgCl2 2.0 mM 2.0 mM 
Taq Pol. 0.5 U/µl 1 U/µl 
BSA - 0.5 mg/µl 
DMSO - 2 % 
*Este ensayo incluye condiciones estándar tomadas de [163]. 
 
3.2.8. Secuenciación 
Los productos de PCR de interés fueron extraídos y purificados a través de la extracción 
en geles de agarosa con el GeneJET Gel Extraction Kit (véase Anexo B). Los fragmentos 
purificados fueron enviados para secuenciación por SANGER en el Instituto de Genética 
de la Universidad Nacional de Colombia (IGUN), de acuerdo a las especificaciones de 




3.2.9. Análisis de las secuencias 
Tras el proceso de secuenciación, las secuencias recibidas fueron analizadas a través 
del software BioEdit Sequence Alignment Editor. Las regiones, en el cromatograma, con 
picos fluctuantes fueron eliminadas de la secuencia entera, con el fin de acotar la región 
de mejor calidad. Después, las secuencias fueron analizadas a través de un alineamiento 
local, realizando búsquedas contra la base de datos nucleotídica con la herramienta 
BLASTn https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi del NCBI (National Center for 
Biotechnology Information). Adicionalmente, se realizó una búsqueda de dominios 
funcionales contra la base de datos de proteínas no-redundante del NCBI, y la base de 
datos de proteínas curadas UnitProtKB/SWISS-Prot, usando la herramienta BLASTx 




3.3.1. ADN control 
Tras la incubación a 28 ºC por 24 h, se obtuvo el ADN de las cepas C22, C71, C151, C11 
y C19A aisladas previamente de la superficie de U. lactuca y de las cepas B. cepacia y P. 
aeruginosa PAO1 productoras de lipasas verdaderas (véase Anexo A Figura A-1). Con el 
método de Fenol-Cloroformo-Alcoholisoamílico, se obtuvo mayor cantidad de ADN que 
con el Fast DNA™ Kit for Soil (véase Anexo A Tabla A-4). Por tal motivo, el ADN 
obtenido por este medio, fue empleado en la evaluación de los primers. No obstante, la 
calidad del ADN fue mucho mejor en la extracción con Kit. Por tanto, para eliminar las 
impurezas del ADN extraído, fue necesario un tratamiento con lavados utilizando Fenol-
Cloroformo y RNAsa, que permitieron eliminar los restos de ARN y de proteínas que 
podrían tener un efecto negativo sobre reacciones de PCR. 
 
3.3.2. Diseño, caracterización y análisis in sílico del conjunto de 
primers 
Los valores obtenidos para la caracterización de los sets de oligonucleótidos (tabla 3-3) 
indican que los primers diseñados a partir del gen abg3 y de la región consenso y 
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conservada de un conjunto de secuencias de lipasas de la familia I, son óptimos para los 
ensayos de PCR dado que dichos valores están dentro de los rangos de reportados por 
Dieffenbach et al [158], Buck et al [159], Jaric et al [160], Integrated DNA Technologies 
(2016) y Premier Biosoft (2016). 
 
Tabla 3-3: Características del conjunto de primers específicos y degenerados para 
enzimas lipolíticas. Se muestran: Tamaño: Tam, temperatura melting: Tm, porcentaje de 
Citosina/Guanina: % GC, tamaño del producto: Tam. Prod., estructuras secundarias 
como Hairpins, Hetero-dímeros y repeticiones o Runs, y la diana de cada par. 
Set de Primers 






















































30 61.30 56.1 5 3 
 
En resumen, la longitud de los primers está entre 15 – 40 nucleótidos (nt), la temperatura 
de melting entre 50 y 69 °C, no existe más de 5 °C de diferencia entre cada par de 
primer; el porcentaje de GC se encuentra entre 40 y 62 %, no exhibieron formación de 
dímeros, las estructuras secundarias como colas de hair-pins no exceden los 7 pb. 
Además, los homopolímeros (repeticiones o runs) están entre 3 y 5 pb; así mismo, para 
el par de primers específicos los heterodímeros no exceden los 5 nt, mientras que para el 
par de primers degenerados no hay heterodímeros. 
 
Adicionalmente, los primers seleccionados se alinean en su totalidad a varias secuencias 
de lipasas de la familia I, no se alinean a secuencias de la familia II ni VIII, ni a 
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secuencias de otras enzimas hidrolasas. Esto indica que los primers degenerados a 
pesar de tener un alto degeneramiento son específicos para lipasas pertenecientes a la 
familia I. El tamaño esperado del producto de PCR para los primers específicos es de 
951 pb, mientras que para los primers degenerados está entre 600 y 2000 pb. 
 
3.3.3. Amplificación de los genes lipolíticos  
Con el ADN total de talos diferentes del alga, se estandarizaron las condiciones de la 
PCR para amplificar el fragmento de interés con un tamaño aproximado de 950 pb, 
correspondiente al gen abg3 reportado por Burke [45] como se mencionó anteriormente. 
Para ello, se determinó que la temperatura de anillamiento teórica para los primers UaLip 
era de 56 °C. Una vez empleadas las condiciones estándar de PCR y el gradiente de 
temperatura de anillamiento, fue posible amplificar el fragmento de interés en el ADN 
total de las bacterias epífitas de U. lactuca. No se observó amplificación de ningún 
fragmento en el ADN de las cepas de referencia, ni el control negativo (control de 
reactivos). No obstante, a pesar de identificar el fragmento de interés de más o menos 
950 pb, hubo diferentes bandas inespecíficas obtenidas con las diferentes temperaturas 
de anillamiento (figura 3-2). Así, se observó que entre mayor era la temperatura de 
anillamiento, menos bandas inespecíficas se obtenía.  
 
De dicha manera, se determinó que la temperatura óptima de anillamiento correspondía 
a 61.0 °C, pues fue con la temperatura con la que menos se amplificaban bandas 
inespecíficas. Además, a pesar de probar diferentes gradientes de concentración de 
primers y de cloruro de magnesio, las bandas inespecíficas no desaparecieron sino hasta 
usar albumina de suero bovino (BSA) (figura 3-3). Así, se obtuvo la amplificación de 2 
bandas de tamaños entre 850 y 950 pb. Como resultado, las condiciones de reacción 
estandarizadas para los primers UaLip que correspondieron a las del ensayo cuatro de 
PCR, fueron usadas posteriormente para realizar reacciones de PCR con el fin de 
concentrar el producto de interés, en este caso, el fragmento de 950 pb. 
 
Figura 3-2: Corrido electroforético de los productos de PCR obtenidos con el gradiente 
de temperatura de anillamiento de los primers UaLip. Se muestra el marcador (Mdor.) de 
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tamaño HyperLadder™ 50 pb de Bioline, y los productos obtenidos con 51 – 57 °C (A) y 
58 – 61 °C (B) de anillamiento. 
 
A                                                                                   B 
 
Figura 3-3: Corrido electroforético de los productos de PCR obtenidos los primers UaLip 
y con BSA. Se observa la disminución de las bandas inespecíficas. Los carriles 1 – 4 
representan los productos obtenidos con ADN total de U. lactuca, el carril 5 con ADN de 





Por tanto, una vez concentrados los productos de PCR con los fragmentos de interés, 
éstos fueron extraídos y purificados para eliminar la banda de 850 pb que no era de 
interés y que podría afectar negativamente la secuenciación. Al final, se purificó el 
fragmento de más o menos 950 pb obtenido con los primers UaLip (figura 3-4) y que 
podría corresponder al gen abg3. 
 
Figura 3-4: Corrido electroforético del fragmento de 950 pb purificado y obtenido con los 
primers UaLip y con el ADN total de las bacterias epífitas de U. lactuca. Se muestran, el 
producto de PCR purificado y el marcador de tamaño HyperLadder™ 50 pb de Bioline. 
 
 
Con respecto a los primers LipFam1, se obtuvo un fragmento de más o menos 2000 pb 
(figura 3-5) que podría corresponder a un gen lipolítico codificante de una enzima 
lipolítica perteneciente a la familia 1 o lipasas verdaderas, dado que fue obtenido a partir 
del ADN de las cepas control productoras de lipasas verdaderas, Burkholderia cepacia y 
Pseudomonas aeruginosa PAO, cuya actividad fue confirmada en placa por la emisión de 
fluorescencia tras la degradación del aceite de oliva (figura 3-6). Este fragmento fue 
obtenido con las condiciones de PCR del ensayo de estandarización 2, el cual incluyó 
albumina de suero bovino (BSA) y Dimetilsulfóxido (DMSO) como aditivo detergente. No 
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se obtuvo amplificación con el ADN de las cepas aisladas de la superficie de U. lactuca, 
únicamente con el ADN control de las cepas productoras de lipasas verdaderas. 
 
Figura 3-5: Corrido electroforético del producto de PCR obtenido con los primers 
LipFam1. Se empleó el ADN molde de las cepas control de la siguiente manera: Carriles 
1-2: ADN B. cepacia, carriles 3-4: ADN P. aeruginosa PAO1, carriles 5-6: ADN C11 y 
C19A respectivamente, y carril 7: Control reactivos. Se muestran, el producto de tamaño 
más o menos 2000 pb y el marcador de tamaño HyperLadder™ 50 pb de Bioline. 
 
 
Figura 3-6: Actividad productora de lipasas verdaderas de las cepas B. cepacia, P. 
aeruginosa PAO1 y el control negativo, Escherichia coli dH5α. Se muestra la emisión de 
fluorescencia tras exposición a luz UV. 
 
 
Una vez estandarizadas las condiciones, fue posible obtener el fragmento de 2000 pb 
utilizando el ADN total de las bacterias epífitas de la macroalga (figura 3-7 A); sin 
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embargo, el amplímero obtenido se encontró en baja concentración por tanto éste fue 
concentrado y purificado para secuenciación (figura 3-7 B). 
 
Figura 3-7: Corrido electroforético del (A) producto de PCR obtenido con los primers 
LipFam1 y el ADN total; y (B) el mismo producto de PCR concentrado y purificado. Se 
muestran, el producto de tamaño más o menos 2000 pb y el marcador de tamaño 
HyperLadder™ 50 pb de Bioline. 
 
              A                                                            B 
 
 
3.3.4. Secuenciación de los fragmentos de interés 
Los fragmentos purificados y amplificados vía PCR con los primers UaLip y LipFam1 
correspondientes a los tamaños de más o menos 950 y 2000 pb respectivamente, fueron 
enviados para secuenciación vía SANGER. En relación con el fragmento obtenido con 
los primers UaLip, fue posible obtener la lectura de una secuencia de 785 pb (más o 
menos el 83 % secuenciado), la cual fue utilizada para el análisis bioinformático. Con 
ello, se encontró una coincidencia con una Acetil-CoA C-Acetiltransferasa (Tiolasa) de 
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Erythrobacter litoralis con 75 % de identidad (E-valor = 2e-35). Además, se identificaron 
dominios funcionales dentro de la secuencia que correspondían a los dominios Tiolasa 
(cd00751), Acetil-CoA Acetil-transferasa (PRK06025), y PaaJ (COG0183) involucrado en 
el metabolismo y transporte de los lípidos (figura 3-8).  
 
Adicionalmente, se identificó la super-familia Cond_Enzymes (cl09938) que agrupa las 
enzimas que catalizan las reacciones de condensación, y que además están 
involucradas en la síntesis y degradación de lípidos (ácidos grasos) y policétidos.  
 
No obstante se sabe que, las tiolasas catalizan la ruptura tiolítica del 3-ceto-acilCoA en 
acil-CoA y acetil-CoA, y además se encargan de la ruptura de ácidos grasos de cadena 
corta y larga y desempeñan un papel importante en la degradación β-oxidativa de los 
ácidos grasos y su transporte. 
 
Figura 3-8: Identificación de dominios funcionales en la secuencia obtenida con los 
primers UaLip. Se muestran los dominios conservados correspondientes a tiolasas. 
 
 
Con respecto al fragmento obtenido con los primers LipFam1, tras la secuenciación no se 







El diseño y síntesis de oligonucleótidos específicos y degenerados ha sido considerado 
como una excelente forma de identificar genes de interés en el metagenoma de muestras 
ambientales [164-166], especialmente de ambientes marinos [34, 164, 167, 168]. En 
concordancia con el presente estudio, se obtuvo un set de 2 pares de primers: un par 
degenerados y un par específicos. De este set de primers, al parecer, ambos pares de 
primers fueron eficientes para la identificación de genes lipolíticos en el metagenoma de 
las bacterias epífitas de Ulva lactuca, dado que con estos oligonucleótidos ha sido 
posible amplificar fragmentos de interés que conciernen a genes de tipo Tiolasa, 
igualmente involucradas en la degradación de lípidos de cadena corta y larga; y 
posiblemente, a genes lipolíticos codificantes de lipasas verdaderas.  
 
Durante la estandarización, se obtuvieron varias bandas inespecíficas, la aparición de 
estas bandas inespecíficas puede en algunos casos deberse a múltiples factores, entre 
los que se encuentran el hecho que los primers se unen a sitios no-diana en la secuencia 
del ADN [169], debido a la implementación de demasiados ciclos de reacción (se 
recomiendan entre 25 y 35), tiempos de extensión y/o anillamiento largos, el uso de una 
temperatura de anillamiento muy baja (> 5 °C por debajo de la Tm de los oligos), una alta 
concentración del primer y/o MgCl2, así como el diseño y/o síntesis incorrecta de los 
primers [169, 170]. Sin embargo, con una temperatura de 61.0 ºC para los primers UaLip 
y 61.5 ºC para los primers LipFam1, y el uso de aditivos como la Albumina de Suero 
Bovino (BSA) a una concentración final de 0.5 mg/µl, fue posible reducir el número de 
fragmentos inespecíficos. Esto último se debe a que el uso de ciertos aditivos tales como 
la BSA, influye en la estabilización de la DNA polimerasa, y por ende en el aumento de la 
eficiencia de la PCR, sobre todo en aquellos casos en los que se cuenta con templetes 
de ADN con baja pureza, así como con ADN con residuos fenólicos que actúan como 
potentes inhibidores de la enzima [171]. 
 
En el caso del producto con el set de primers UaLip, a pesar de que el producto obtenido 
tenía un tamaño aproximado de 950 pb y el producto esperado tras análisis in sílico era 
de 951 pb, el fragmentó no resultó ser una secuencia homóloga al gen abg3 identificado 
en el estudio de Burke [45] como codificante de una enzima lipolítica, dado que tras la 
secuenciación se obtuvo una lectura para una Tiolasa. No obstante, se sabe que las 
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tiolasas son enzimas que están estrechamente relacionadas en función con las enzimas 
lipolíticas, dado que éstas catalizan la ruptura tiolítica de ácidos grasos de cadena corta y 
larga y desempeñan un papel importante en la degradación β-oxidativa de los ácidos 
grasos y su transporte [172-174]. Adicionalmente, se sabe que el gen abg3 
aparentemente codifica una enzima lipasa/esterasa perteneciente a Novosphingobium 
aromaticivorans DSM12444 [33, 45], y tras el análisis bioinformático, se observó que la 
secuencia obtenida con los primers UaLip tiene una concordancia con una Tiolasa de N. 
aromaticivorans DSM12444 con un 68 % de identidad, por lo que se sugiere que 
probablemente son genes estrechamente relacionados en función y que pueden 
pertenecer al mismo microorganismo dentro un núcleo conservado de bacterias en la 
comunidad epífita de la macroalga [92]. También, existe una teoría que explica que 
dentro de las comunidades epífitas de esta macroalga hay un núcleo funcional altamente 
conservado que se basa más en ciertos genes y funciones, que en los microorganismos 
per sé [40, 91], por tanto, es posible dar crédito a esta teoría dado que ambos genes 
codifican enzimas que están involucradas en la misma ruta metabólica y retienen 
funciones conservadas dentro de la comunidad, que puede estar derivada en el uso de 
los lípidos secretados por la macroalga hacia la superficie, bien sea para la obtención de 
energía por medio de la β-oxidación de los ácidos grasos [172-174], o para actividad anti-
microbiana a través de la liberación de ácidos grasos con dicha actividad [33, 39, 45, 
113, 175]. 
 
Por otro lado, se sabe que el producto de la expresión de este gen (por predicción in 
sílico) está íntimamente relacionado con enzimas de tipo α/β-hidrolasas y de la 
superfamilia AB Hidrolasas, con dominios conservados correspondientes al 
Abhydrolase_3 (PF07859) y lipasa/esterasa [33, 45, 176]. Sin embargo, en la secuencia 
obtenida fue posible identificar los dominios Tiolasa (cd00751), Acetil-CoA Acetil-
transferasa (PRK06025), y PaaJ (COG0183) involucrados en el metabolismo y transporte 
de los lípidos. En adición, se pudo observar que el fragmento obtenido por PCR es 
amplificable en la fracción no cultivable de las bacterias epífitas de la superficie de U. 
lactuca. Lo anterior se evidenció porque cuando se realizó PCR con los primers UaLip 
utilizando como molde el ADN de las cepas aisladas de la superficie de la macroalga, las 
cuales exhibían actividad lipolítica, no se obtuvo ningún fragmento. Esto concuerda con 
los estudios de Burke [45] y Yung et al [33], los cuales identificaron la función lipolítica en 
el componente no cultivable, y así mismo los autores determinaron que la proteína Abg3 
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es homóloga a una lipasa sin-caracterizar de Novosphingobium aromaticivorans DSM 
12444 (54 % de identidad) y a una lipasa caracterizada, sintetizada por una bacteria del 
género Moraxella sp. TA144 (35 % de identidad), relacionadas filogenéticamente con las 
alfa-proteobacteria y el orden Sphingomonadales, de la misma manera que la secuencia 
obtenida en el presente estudio; así, este fragmento obtenido con los primers UaLip 
parece pertenecer a un grupos representativo y altamente conservado dentro de las 
comunidades de bacterias epífitas de U. lactuca [45, 73, 74, 91, 92]. 
 
Con respecto a la amplificación con el par de primers degenerados LipFam1, se logró la 
amplificación un fragmento de más o menos 2000 pb empleando el ADN extraído de la 
superficie macroalgal de U. lactuca y el ADN de las cepas control productoras de lipasas 
verdaderas. No se obtuvo amplificación con el ADN de las cepas aisladas de la superficie 
de la macroalga, por lo que aparentemente estas cepas exhiben posiblemente actividad 
esterasa y no de tipo triacil-glicerol hidrolasa. Para resaltar, durante la estandarización, al 
principio no fue posible obtener ningún producto tras la PCR; esto puede deberse a que 
cualquier variación en el rango de temperatura de melting, en la especificidad del primer, 
en las abrazaderas de GC, en la interacción primer-primer, en la degenerancia y en el 
tamaño del amplicón, reduce y evita que haya amplificación. En consecuencia, esto 
genera hibridación de los oligos en múltiples locaciones del ADN molde, lo que reduce la 
eficiencia de la PCR. Por otra parte, se observa que los primers LipFam1 exhiben un 
contenido de GC mayor al 55 %, y esto podría ser uno de los factores influyentes en la 
baja eficiencia de la reacción, dado que la eficiencia depende en gran medida de la 
fuerza de los enlaces de hidrógeno entre el templete de ADN y los oligos; así, los primers 
con un alto contenido de GC resultan en una unión muy fuerte con el ADN, lo que a su 
vez requiere una alta energía libre para romper dichos enlaces, desencadenando 
problemas durante la amplificación [160]. Además, las interacciones entre los primers y el 
templete son en algunos casos reversibles, reduciendo como consecuencia, la eficiencia 
de la amplificación [158-160, 177]. A pesar de ello, estos primers permitieron su unión 
con el templete de ADN diana y la posterior acción de la ADN polimerasa en la reacción 
de la PCR, ya que cumplieron con las condiciones establecidas por Dieffenbach et al 
[158], Buck et al [159], Jaric et al [160], Integrated DNA Technologies (2016) y Premier 
Biosoft (2016) para la eficiencia de primers degenerados. No obstante, fue necesario el 
uso de aditivos como el DMSO para mejorar la eficiencia de la PCR cuando el templete 
de ADN y los primers son ricos en contenido GC, y cuando la temperatura de melting de 
49 
 
los primers es muy alta [178, 179], como sucede en el presente estudio. En el caso de los 
primers LipFam1, se empleó DMSO a una concentración final de 2 % y un rango de 
temperatura de anillamiento de 54 a 64 ºC para la estandarización, con una temperatura 
teórica de 59 ºC, obteniéndose una  temperatura óptima de 61.5 ºC, en la cual ocurre la 
mayor eficiencia en la amplificación. 
 
Para tener en cuenta, tras el diseño de primers degenerados, un aspecto que también 
puede explicar la no eficiencia del set de primers, es el factor de degenerancia empleado 
para el diseño de los mismos. Se sabe que una alta degenerancia influye negativamente 
en la eficiencia de los oligos dado que un primer degenerado es una mezcla entre 
primers no-degenerados, por tanto al aumentar la degenerancia, disminuye la 
concentración de cada primer individual, es decir, solo hay regiones degeneradas que 
pueden provocar que los oligonucleótidos hibriden en múltiples locaciones del ADN 
templete [177, 180]. La degenerancia empleada en el diseño del set de primers LipFam1 
para el presente estudio fue de un factor de 256, siendo 150 el valor óptimo [156, 157, 
181]. Se escogió dicho valor dado que con éste fue posible obtener seis bloques 
conservados los cuales fueron utilizados para construir los mejores primers degenerados, 
diseñados con el fin de identificar genes codificantes para lipasas pertenecientes a la 
familia 1 o verdaderas lipasas. 
 
Finalmente,  como se mencionó anteriormente, tras la secuenciación no se han obtenido 
resultados satisfactorios debido a la baja calidad y corto tamaño de las lecturas recibidas; 
esto ha dificultado el análisis de las mismas, por lo que se sugiere estandarizar las 
condiciones de envío de los productos de PCR obtenidos con los primer LipFam1 con el 
fin de obtener lecturas de mejor calidad. Adicionalmente, la veracidad de los primers 
LipFam1 para amplificar genes lipolíticos de lipasas verdaderas ha sido confirmada con 
los controles positivos, dado que con el ADN genómico de las cepas productoras de 
lipasas B. cepacia y P. aeruginosa, cuya actividad lipolítica fue comprobada para 
degradar los triglicéridos del aceite de Oliva (C=18), fue posible obtener el fragmento de 












































4. Capítulo 4: Evaluación de una librería 
metagenómica de Ulva lactuca por sub-
clonación y expresión de genes lipolíticos 
4.1. Introducción 
Los estudios adelantados en relación a las bacterias epífitas de especies de macroalgas, 
se han enfocado en la búsqueda de compuestos bioactivos, especialmente aquellos que 
exhiben actividad antimicrobiana [33, 39], antifouling [87, 89, 90, 93, 94], antifúngica [95, 
96], y recientemente, en la búsqueda de enzimas novedosas con potencial industrial, 
como las celulasas y las lipasas [33, 45, 73, 84, 85, 182]. En relación a lo mencionado y 
tal y como se ha expuesto en capítulos anteriores, actualmente, existe un gran interés en 
la búsqueda, identificación y expresión de genes lipolíticos a partir del ADN 
metagenómico de bacterias epífitas de organismos marinos como las macroalgas [33, 
148, 183]. Como resultado de esto, se han desarrollado diferentes métodos que han 
permitido la obtención del ADN total, su clonación y la posterior construcción de librerías 
de clones por medio de la expresión en hospederos heterólogos como Escherichia coli 
[16, 26, 45, 175, 176]. 
 
Una de las metodologías mayormente utilizadas es la construcción de librerías de clones 
y el análisis funcional, que parten del aislamiento del ADN total de las superficies, por 
ejemplo, de las macroalgas [33, 45, 148, 176]. Luego, este ADN total es cortado al “azar” 
por enzimas de restricción [34, 117, 118, 125, 167] o fragmentado a través de métodos 
mecánicos [184, 185] como el hydro-shearing [186]. Tras obtener los fragmentos de 
ADN, estos son clonados en un vector adecuado (lo que depende del tamaño de los 
fragmentos); éstos últimos son elementos genéticos móviles tales como virus, plásmidos, 
fósmidos, cósmidos, BACs (cromosomas artificiales de bacterias) y YACs (cromosomas 
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artificiales de levaduras), los cuales varían de acuerdo a su estructura y a la cantidad de 
ADN que pueden transportar [187, 188]. Posteriormente, el vector y los fragmentos de 
ADN se unen por medio de la acción de una enzima Ligasa (Kennedy et al. 2011; 
Culligan et al. 2013). Una vez ha ocurrido esto, los vectores recombinantes son 
introducidos en un hospedero heterólogo, como E. coli, a través de transformación 
bacteriana por técnicas como la electro-poración [124] y el choque térmico [189, 190]. 
Por otro lado, para el screening o tamizaje final de los clones transformantes, se emplean 
técnicas dependientes de cultivo con diferentes sustratos dependiendo de la actividad 
que se desee evaluar. Así, la solución que contiene las bacterias transformadas es 
sembrada en medios suplementados con antibióticos y sustratos específicos que 
permiten comprobar la presencia de los clones transformados [119, 123]. Tras el tamizaje 
de los clones transformantes, generalmente, se repite el proceso de clonación (lo que se 
denomina sub-clonación), esta vez en vectores de menor tamaño y en otros casos, en 
vectores específicos que permiten que los genes de interés sean expresados por el 
hospedero. Esto se lleva a cabo como estrategia para sobre-expresar la proteína 
recombinante y de esta manera obtener una buena cantidad para los procesos 
posteriores de purificación y caracterización [14, 16, 34]. 
 
Por otra parte, también se ha empleado la estrategia de sub-clonar el ADN obtenido de 
los clones positivos para determinada actividad. Esto se lleva a cabo con el fin de obtener 
múltiples copias del inserto de interés, que contiene el gen responsable de la actividad, 
en un vector de menor tamaño que es mucho más fácil de secuenciar y menos costoso 
[191, 192]. Así, la construcción de librerías de sub-clones ha permitido además, verificar 
la actividad de los clones positivos dado que estos son tamizados en medios de cultivo 
con diferentes sustratos, así, la expresión de los genes responsables de la actividad, en 
hospederos como E. coli, ha permitido obtener las enzimas recombinantes que más tarde 
son caracterizadas [193]. Sin embargo, muchos estudios se han centrado también en 
obtener la secuencia completa de los genes responsables de la actividad, dado que a 
través de análisis bioinformáticos se pueden establecer relaciones filogenéticas, dilucidar 
nuevos genes, establecer homologías y en muchos casos, reportar nuevas familias de 
enzimas [141].  
 
Con todo lo anterior, el presente estudio tiene como objetivo, expresar en un hospedero 
heterólogo, al menos un gen lipolítico proveniente de las bacterias epífitas de U. lactuca, 
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a través de la evaluación de clones activos para la actividad lipolítica, identificados 
previamente en una librería metagenómica construida con ADN total de las bacterias 
epífitas de U. lactuca. 
 
4.2. Metodología 
4.2.1. Medios de cultivo 
Para la evaluación y verificación de la actividad lipolítica de los clones y sub-clones, se 
emplearon los siguientes medios de cultivo: para un litro, caldo Luria Bertani o LB 
(triptona 10 g, cloruro de sodio 10 g, extracto de levadura 5 g), agar LB (triptona 10 g, 
cloruro de sodio 10 g, extracto de levadura 5 g, agar bacteriológico 15 g), agar Tween 20 
(peptona 10 g, cloruro de sodio 5 g, agar bacteriológico 15 g, cloruro de calcio 1.1 g, 
Tween 20 10 ml). 
 
Para la evaluación y el tamizaje de los clones y sub-clones activos, el agar LB fue 
modificado con la adición de 1 % v/v de tributirina. En adición, algunos medios fueron 
suplementados con antibióticos como el cloramfenicol y la ampicilina a una concentración 
final de 100 μg/ml (Anexo C). 
4.2.2. Construcción de una librería de sub-clones que contengan 
los genes responsables de la actividad lipolítica 
4.2.2.1. Obtención de los clones activos 
A partir de una librería metagenómica de fósmidos (la cual hace parte de un trabajo 
previo) construida con ADN total de las bacterias epífitas de U. lactuca, se escogieron 
dos clones activos (C2 y C4) para la actividad lipolítica evaluada en medio LB 
suplementado con 1 % v/v de tributirina, y la cual se evidenció por la formación de una 
zona clara o halo alrededor de la colonia, el cual indica la degradación de la tributirina por 
acción de una enzima de tipo lipasa/esterasa. Los clones activos se mantuvieron a través 
de repiques quincenales e incubación a 37 ºC por 24 h en agar LB con cloramfenicol (100 
µg/ml), y adicionalmente, se encuentran preservados a – 80 ºC en caldo LB con 




4.2.2.2. Extracción de ADN fosmídico 
Se partió de un cultivo de 5 ml de los clones C2 y C4 en caldo LB con cloramfenicol, 
incubado por 14 h a 37 ºC con agitación continua. Para la extracción de los fósmidos que 
contienen los fragmentos responsables de la actividad lipolítica, se empleó el Kit de 
extracción E.Z.N.A. ® Plasmid DNA Mini Kit, y se siguió el protocolo número 1 (Spin 
Protocol). El tamaño esperado de los fragmentos de interés contenidos en los fósmidos 
es de entre 1500 y 2500 pb. 
 
4.2.2.3. Fragmentación del ADN fosmídico 
El ADN fosmídico fue fragmentado a través del GeneMachines Hydroshear™ v.2.0.9 del 
Centro Nacional de Secuenciación Genómica en la Universidad de Antioquia, Medellín. 
Las muestras de ADN fosmídico previamente liofilizadas fueron re-suspendidas en 100 µl 
de buffer de elución y llevadas a 37 ºC por cinco minutos para promover la elución del 
ADN. Luego, 80 µl de cada muestra fueron pasados por el equipo Hydroshear (Speed-
code = 1, 30 ciclos y volumen final 75 µl) para obtener fragmentos de entre 1500 y 2500 
pb. El ADN fragmentado fue conservado en hielo a – 4 ºC hasta su llegada al Instituto de 
Biotecnología de la Universidad Nacional, sede Bogotá, en donde fue almacenado a – 20 
ºC. Adicionalmente, se corrió un gel de electroforesis para visualizar el ADN fosmídico 
fragmentado, y finalmente, se cuantificó por medio del Nanodrop 2000C.  
 
4.2.2.4. Ensayo de sub-clonación y construcción de las librerías de sub-
clones 
En primera instancia, se prepararon células competentes de Escherichia coli dH5α para 
la transformación en la construcción de las librerías (véase Anexo B). Además, se calculó 
el título de células del que se partió para la construcción de las librerías de subclones. El 
procedimiento se ilustra en el Anexo B. 
 
A partir de lo anterior, se construyeron varias librerías de subclones a partir de los 
fragmentos del ADN fosmídico de los clones C4 y C2. Para ello, se utilizó el kit de 
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clonación CloneJET PCR de Thermo Scientific. Dado que el vector de clonación pJET 1.2 
(véase Anexo A) proporcionado en el kit tiene extremos romos, el ADN fragmentado tuvo 
que ser tratado con la enzima DNA Blunting. Luego, el ADN fragmentado fue ligado al 
vector pJET 1.2 en una proporción inserto/vector 1:1 y 3:1, por un tiempo de ligación de 
5, 15 y 30 minutos, y con la enzima ADN ligasa T4. La cantidad de ADN fragmentado a 
adicionar para la ligación fue calculado a través del software en www.thermoscientific. 
com/reviewer.  
 
Por otro lado, una vez obtenidos los vectores recombinantes, se transformaron células 
competentes de E. coli dH5α a través de choque térmico de acuerdo al procedimiento 
presentado en el Anexo B. Así, un volumen de 150 µl del producto de la transformación 
fue añadido a placas de agar LB con ampicilina (100 µg/ml) y placas de agar LB 
suplementadas con 1% v/v de tributirina y ampicilina (100 µg/ml), por triplicado. Las 
placas fueron incubadas a 37 ºC por 48 h y por ocho días respectivamente. Con los 
resultados obtenidos, se determinó la eficiencia de la transformación calculando primero 
la cantidad de ADN clonado y el número de colonias obtenidas tras la trasformación y 
posterior plaqueo en caja. La cantidad de ADN clonado se calculó de acuerdo a la 
siguiente fórmula (4.1): 
 
                                                                     (4.1) 
 
En donde: A = [ ] concentración de ADN fragmentado (µg/µl), B = Vol. usado en la 
reacción (µl), C = Vol. usado de mix de ligación (µl), y D = Vol. de células usado (µl). Así, 
la eficiencia de la transformación (UFC/µg de ADN) fue calculada como (4.2): 
 
 





De dicha forma, se tomó este valor como referencia para determinar qué condiciones son 
óptimas para la construcción de las librerías. Adicionalmente, se llevó a cabo un ensayo 
de clonación utilizando el producto control de PCR proporcionado en el kit de clonación.  
 
Finalmente, se construyeron dos librerías se subclones (una con los fragmentos del clon 
2 y otra con los fragmentos del clon 4) utilizando las condiciones estandarizadas. Se 
empleó un volumen de 200 µl de las células transformadas para el plaqueo en agar LB 
con ampicilina (100 µg/ml) suplementado con 1 % v/v de tributirina y 0.02 % v/v de 
emulsificante Tritón X-100. Las placas fueron incubadas a 37 ºC por 10 días para permitir 
la aparición de los halos de actividad lipolítica. Adicionalmente, se determinó la eficiencia 
de la transformación como se indicó anteriormente. 
 
4.2.2.5. Evaluación de los subclones positivos 
Los subclones activos obtenidos tras la transformación de E. coli dH5α e incubación en 
placas de agar LB con 1 % (v/v) de tributirina, fueron identificados por la formación de un 
halo o zona clara alrededor de las colonias, lo que indica la degradación de la tributirina 
por acción de las lipasas expresadas por el hospedero. Esta acción está dada porque la 
tributirina al no ser soluble en el medio LB, forma una emulsión con los componentes del 
mismo, tornando el medio con una opacidad característica, sin embargo, tras la hidrólisis 
de la tributirina, dicha emulsión se pierde y como los componentes resultantes son 
solubles, la opacidad desaparece y el medio se torna claro. De esta manera, se contaron 
los subclones positivos y se escogieron aquellos con halos de degradación de mayor 
tamaño, los cuales fueron aislados en medios frescos de LB + ampicilina (100 µg/ml) 
suplementadas con 1 % (v/v) de tributirina.  
 
En adición, la actividad de los subclones positivos también fue confirmada en agar Tween 
20, dado que el Tween 20 es un lípido que contiene un enlace estérico con un ácido 
graso de cadena media, entonces, la actividad fue positiva por la aparición de una zona 
de precipitación de la sal de calcio del ácido graso, producto de la hidrólisis del Tween 
20. Además, la aparición de un halo transparente en la zona del precipitado, indica la 
degradación completa de los ácidos grasos. Se tomó registro del diámetro de las colonias 
y de los halos o zonas de degradación y de precipitación. También, se determinó el valor 
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PZ que es el cociente entre el diámetro de la colonia y el diámetro del halo, para clasificar 
la actividad en cuatro grupos de coeficientes PZ, así: entre 0.9 y 1.0 (+) actividad muy 
baja, entre 0.89 y 0.80 (++) actividad baja, entre 0.79 y 0.70 (+++) actividad alta, y menos 
de 0.69 (++++) actividad muy alta. Esto indica que entre menor sea el cociente PZ, mayor 
es la actividad enzimática observada [194]. 
 
4.2.2.6. Identificación del inserto de interés por PCR 
Por otra parte, para verificar que los insertos clonados y expresados en E. coli dH5α son 
los responsables de la actividad observada en los medios de cultivo, se escogieron 12 
sub-clones activos con la mayor actividad y se incubaron por 14 h en caldo LB + 
ampicilina (100 µg/ml). Luego, se extrajo el ADN plasmídico a través del Kit de E.Z.N.A. 
® Plasmid DNA Mini Kit. El ADN plasmídico extraído con un tamaño esperado entre 5000 
y 6000 pb, se almacenó a – 20 °C. Adicionalmente, se llevó a cabo una evaluación de la 
presencia de los insertos en del ADN plasmídico a través de PCR. Para este fin, se 
amplificaron los insertos en el ADN plasmídico de los sub-clones positivos con los 
primers pJET del kit de clonación CloneJET PCR. Las condiciones de la PCR fueron: 1X 
de Taq buffer, 0.2 mM de los dNTPs, 0.2 µM de cada primer pJET, 1.5 mM de MgCl2 y 
0.025 U/µl para un programa de 95 °C por 3 mins, 94 °C por 30 secs, 60 °C por 30 secs, 
72 °C por 5 mins y 72 °C por 10 mins. Los productos de PCR fueron visualizados en 
geles de agarosa al 1 %. Una vez identificados y amplificados los insertos de interés vía 
PCR, éstos fueron extraídos y purificados como se explicó en capítulo 3 (véase también 




4.3.1. Construcción de las librerías de sub-clones, tamizaje de los 
sub-clones positivos y verificación de la actividad de los 
sub-clones positivos 
Se obtuvo el ADN fosmídico de los clones positivos para la actividad lipolítica de la 
librería metagenómica de las bacterias epífitas de U. lactuca (figura 4-1 A), con una 
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concentración promedio de 60.7 ± 0.98 ng/µl para el clon 2 y 79.4 ± 0.29 ng/µl para el 
clon 4. A partir de este ADN fosmídico, se obtuvieron fragmentos de 1500 pb para el ADN 
del clon 2 y de 2000 pb para el ADN del clon 4 (figura 4-1 B) a una concentración final de 
33.8 ng/µl y 46.04 ng/µl respectivamente. Además, se obtuvieron fragmentos > 3000 pb 
para el ADN del clon 4 (C4’) los cuales fueron considerados también en la construcción 
de las librerías. La concentración de este ADN fue de 26.76 ng/µl. 
 
Figura 4-1: Visualización en geles de agarosa al 0.8 % del ADN fosmídico extraído de 
los clones C2 y C4 obtenidos a partir de la una librería metagenómica de las bacterias 
epífitas de U. lactuca (A); y del ADN fosmídico fragmentados (B). Se muestran los 
marcadores de tamaño HyperLadder ™ 1 Kb e HyperLadder ™ 50 pb, respectivamente. 
 
               A                                                          B 
 
Luego de este procedimiento, se construyeron librerías de sub-clones con los fragmentos 
del ADN de los clones C2 y C4, y se observa una eficiencia de transformación muy 
buena con respecto al control cuando se utiliza una proporción inserto/vector 1:1 y un 
tiempo de ligación de 15 minutos (véase Anexo A Tabla A-5). La eficiencia más alta se 
obtuvo con el ADN control (5 x 106 UFC/µg de ADN) y una proporción inserto/vector de 
2:1, mientras que con el ADN fragmentado se registraron eficiencias en el orden de 106 
UFC/µg de ADN, con una proporción inserto/vector de 1:1 y un tiempo de ligación de 15 
minutos. Por esta razón, se escogieron estas condiciones como las óptimas en la 
59 
 
construcción de las librerías de los sub-clones. Por otra parte, el título de las células de 
E. coli dH5α con las que se partió para los ensayos de transformación fue de 4 x 1011 
UFC/ml, dado que se obtuvieron en promedio 280 UFC en la dilución 1/107. Esto indica 
que se partió del número adecuado de células para la construcción de las librerías de 
subclones. En cuanto a la construcción de las librerías de sub-clones con el ADN 
plasmídico de los clones C2 y C4 en agar LB con 1 % v/v de tributirina, se obtuvo una 
eficiencia del orden de 106 UFC/µg de ADN clonado para los fragmentos del clon 2 (tabla 
4-1), aunque para los fragmentos del clon 4, la eficiencia fue menor. 
 
Tabla 4-1: Eficiencia obtenida para la construcción de las librerías de sub-clones en 
medio Agar LB con 1 % v/v de tributirina. Se muestran: el ADN fosmídico fragmentado 
del que se partió, la proporción inserto/vector, el tiempo de ligación empleado, la cantidad 


















1 2 2:1 15 50.44 33.80 2 x 106 
2 4 2:1 15 67.25 46.04 7 x 105 
* Este valor fue calculado teóricamente a través de la herramienta disponible en 
www.thermoscientific.com/reviewer 
 
De los ensayos de sub-clonación y de las librerías de subclones construidas en agar LB 
con tributirina, se obtuvieron y evaluaron 54 sub-clones aparentemente activos en medio 
LB con tributirina, de los cuales se confirmó la actividad de 34 de ellos (véase Anexo A 
Tabla A-6). A pesar de haber empleado las condiciones estandarizadas para la 
clonación, el recuento de UFC para las librerías de subclones, osciló entre 300 y 600 
UFCs tamizadas en busca de la actividad lipolítica. En promedio se obtuvieron 596 
subclones con el ADN del clon C2, de los cuales se confirmó la actividad de 4 subclones 
en agar Tween 20. Con el ADN del clon C4 se obtuvieron 329 subclones, de los cuales 
se confirmó la actividad de 11 subclones en agar Tween 20. Con lo anterior, 15 de los 




Figura 4-2: Evaluación de los sub-clones en Agar tributirina y Tween 20. Se muestra A) 
la degradación de la tributirina por la formación de un halo alrededor de la colonia, B) la 
degradación del Tween 20 por la formación de una zona de precipitado y un halo 
alrededor de la colonia, y C) la confirmación de la actividad lipolítica por la formación de 
una zona clara en agar tributirina. 
 
 
Adicionalmente, cinco de los subclones obtenidos solo exhibieron actividad en el medio 
Tween 20 y 14 de los 54 subclones evaluados perdieron la actividad pues no se registró 
degradación de ninguno de los sustratos. En resumen, la actividad fue verificada y 
aparentemente, los subclones obtenidos con el inserto de ADN fosmídico del clon C2 de 
la librería metagenómica de Ulva lactuca, son más activos con respecto a los sub-clones 
obtenidos con el inserto de ADN del clon C4.  En adición, cabe resaltar que algunos de 
los sub-clones con una fuerte actividad (PZ) en agar Tween 20, también exhibían una 
alta actividad en agar LB con tributirina, como es el caso de los sub-clones 8, 16, 17, 42, 
48 y del 51 al 54 (véase Anexo A Tabla A-6). 
 
Por otro lado, los sub-clones 8, 16, 17, 20, 34, 38, 42, 48 y del 51 al 54 fueron 
seleccionados para extracción de ADN plasmídico y evaluación de la presencia de los 
insertos de ADN vía PCR, debido a que exhibieron una actividad mucho más intensa en 
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agar Tween 20 y/o en agar LB con tributirina. Con ello, se obtuvo el ADN plasmídico 
(véase Anexo A Tabla A-7) de concentración entre 2.31 ± 1.04 y 460.33 ± 50.26 ng/µl 
(figura 4-3 A y B). Este ADN sirvió de molde para la identificación de los insertos 
responsables de la actividad evidenciada en los medios de cultivo con los sustratos 
tributirina y Tween 20.  
 
De esta manera, tras la evaluación vía PCR, se logró la amplificación de los insertos  
responsables de la actividad lipolítica (figura 4-3 C). Por otra parte, se escogió el ADN 
plasmídico del subclon 54 (186.35 ± 5.07 ng/µl) (véase Anexo A Figura A-2). Este clon 
fue elegido dada la alta actividad enzimática en la degradación de tributirina y Tween 20 
y el bajo valor de PZ (< 0.69). A partir de este ADN plasmídico se realizó la amplificación 
de fragmentos que han sido purificados y se han enviado a secuenciación por SANGER. 
Se está a la espera de los resultados de la secuenciación para proceder con los análisis 
bioinformáticos. 
 
Figura 4-3: ADN plasmídico obtenido de los sub-clones con mayor actividad y 
verificación de la presencia de los insertos de interés vía PCR. A. Vector pJET 1.2 (carril 
1), ADN plasmídico de los sub-clones 17 (carril 2), 20 (carril 3), 16 (carril 4) y 8 (carril 5). 
B. ADN plasmídico de los sub-clones 51 (carril 1), 52 (carril 2), 53 (carril 3) y 54 (carril 4). 
C. Fragmentos de ADN obtenidos tras PCR de los insertos de interés en el ADN 
plasmídico de los sub-clones. 
 






4.4.  Discusión 
La construcción de librerías metagenómicas y el tamizaje funcional han permitido 
identificar una gran cantidad de enzimas de origen marino, especialmente lipasas. No 
obstante, han sido escasos los estudios enfocados a la identificación de genes lipolíticos 
y su expresión, utilizando ADN total proveniente de bacterias epífitas de organismos 
vivos tales como macroalgas. En este estudio, fue posible, a partir de una librería 
metagenómica de fósmidos construida con ADN total de bacterias epífitas de U. lactuca, 
identificar clones activos (clones C2 y C4) que exhibieron actividad lipolítica, la cual fue 
evaluada en diferentes medios de cultivo con sustratos específicos. Así, a partir de estos 
clones evaluados, se obtuvieron librerías de sub-clones construidas con el fin de 
comprobar la actividad lipolítica y de clonar el inserto de interés en un vector de menor 
tamaño, tal como el pJET 1.2 (2974 pb) (véase Anexo A Figura A-3). Con lo anterior, se 
logró verificar la actividad lipolítica de los clones C2 y C4 provenientes de la librería 
metagenómica de U. lactuca, así como la obtención de 54 sub-clones con actividad 
evaluada, de los cuales cuatro presentaron muy buena actividad y en los que se ha 
comprobado la presencia de amplímeros con tamaños entre 2000 y 4000 pb, que podrían 
corresponder al gen de interés. Así, se cree que los insertos de ADN identificados en el 
presente estudio y derivados de la librería metagenómica de U. lactuca, posiblemente 
son responsables de la actividad lipolítica exhibida en placa, y probablemente estos 
genes correspondan a genes de tipo esterasa dada la actividad confirmada en agar 
tributirina y Tween 20, y porque se sabe que las esterasas son enzimas muy comunes en 
los ambientes marinos [141]. 
 
Por otro lado, en lo que tiene que ver con la representatividad de las librerías de 
subclones obtenidas a partir del ADN de clones productores de lipasas, éstas fueron muy 
eficientes con respecto al número de células del que se partió para construirlas, dado que 
de 1011 células de Escherichia coli dH5α, 106 células fueron transformadas. Esto se sabe 
porque el vector pJET 1.2 tiene un gen letal (eco47IR) en la posición 16 – 753 pb que 
permite la selección positiva de los recombinantes, pues en la posición 371 – 372 pb de 
este gen, se encuentra el sitio de inserción de los fragmentos de ADN a clonar; es así 
como, únicamente los recombinantes pueden crecer en el medio LB con antibiótico. Así 
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mismo, el vector tiene un gen de resistencia a ampicilina bla (ApR) que facilita la 
selección y preservación de los recombinantes. De esta manera, la eficiencia de las 
librerías de subclones estuvo dentro del valor esperado para la transformación por 
choque térmico y cloruro de calcio (1 x 106 transformantes por μg de ADN plasmídico 
súper-enrollado) propuesto en el CloneJET PCR Cloning Kit. Adicionalmente, es posible 
decir que las expresión de los genes responsables de la actividad lipolítica evidenciada 
en placa tras la evaluación de los sub-clones activos, fue posible gracias a la existencia 
del promotor lacUV5 dentro del vector pJET 1.2, dado que este promotor permite la 
expresión del gen letal y por tanto de los fragmentos de interés que hayan sido 
insertados en dicha locación del plásmido. Se sabe que la RNA polimerasa se recluta con 
mayor efectividad debido a que la secuencia consenso del promotor lacUV5 es mucho 
más cerca a la reconocida por los factores sigma, lo cual conlleva a altos niveles de 
transcripción de los genes diana. No obstante, la proteína recombinante producto de la 
expresión, es fácilmente degradada por proteasas típicas de E. coli dH5α, por tanto, la 
actividad expresada es mucho menor y de ahí que no se consiguieran halo de mayor 
tamaño tras la degradación de la tributirina y el Tween 20. 
 
En relación con otras investigaciones, se han construido librerías metagenómicas con el 
ADN total de muestras marinas de diferentes orígenes (sedimento marino, agua de mar, 
esponjas y algas) como se muestra en la tabla 4-2. Con ello se puede ver que son 
distintos los datos obtenidos sobre la eficiencia de las librerías de clones y subclones, y 
el número de clones positivos para la actividad. Por ejemplo, se ha visto que una 
eficiencia de 106 UFC/μg de ADN plasmídico clonado, es el valor estándar que se 
esperaría, sin embargo, algunos estudios reportan valores mucho mayores. Esto puede 
estar ligado a varios factores tales como el tamaño del vector de clonación, el tamaño del 
inserto a clonar, el hospedero, y el método empleado para la transformación de los 
recombinantes [195, 196] (por ejemplo, con electro-poración se obtiene una eficiencia 
aproximada de 1 X 109 UFC/μg de ADN plasmídico clonado). Por otro lado, en algunos 
casos, de una gran cantidad de clones y subclones evaluados para actividad lipolítica, 
apenas se logra confirmar la actividad en uno o dos de los clones evaluados (tabla 4-2). 
Así, al parecer, en el metagenoma de las comunidades de bacterias asociadas a 
organismos vivos tales como las esponjas y las macroalgas, la diversidad de 
lipasas/esterasas no es tan alta como en otras muestras de origen marino como los 
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suelos, sedimentos, y el agua de mar; siendo esta una de las razones por las cuales el 
número de clones positivos se ve disminuido (tabla 4-2). 
  
Tabla 4-2: Recopilación de datos sobre la eficiencia de (sub)clonación, número de 
(sub)clones evaluados y (sub)clones confirmados positivos, para diferentes estudios 
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Bacterias epífitas de 
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Finalmente, como se mencionó anteriormente, los organismos marinos albergan gran 
cantidad de bacterias asociadas a sus superficies, y variados han sido los estudios 
enfocados a la búsqueda e identificación de enzimas lipolíticas con potencial industrial. 
Por tanto, se han identificado varias lipasas en el metagenoma de las bacterias 
asociadas a esponjas y macroalgas, sin embargo, la mayoría de estas lipasas han sido 
reportadas como de tipo esterasa después de los análisis bioinformáticos de las 
secuencias encontradas en los clones y subclones evaluados como positivos. Así, 
lipasas/esterasas como LipA, EstB1 y B2, EstHE1, GmEst_6 y 7, y Abg3, han sido 
identificadas y caracterizadas, y se ha observado que exhiben termo-estabilidad (entre 4 
y 40 ºC), alta tolerancia a sal (> 5 M) [30], actividad en un amplio rango de pH (3 – 12) 
[32], estabilidad frente a solventes orgánicos [31], y además se encuentran relacionadas 
con la actividad antimicrobiana [33, 45]. De lo anterior, es probable que en la 
secuenciación del(os) gen(es) responsable(s) de la actividad lipolítica exhibida por los 
subclones, sea posible la identificación de genes codificantes para lipasas de tipo 












5. Capítulo 5: Evaluación de la actividad 
lipolítica del componente cultivable de Ulva 
lactuca 
Como actividad complementaria a las realizadas en la búsqueda, identificación y 
expresión de genes lipolíticos a partir del ADN total de las bacterias epífitas de la 
macroalga U. lactuca, se ha propuesto además la evaluación y verificación de la actividad 
lipolítica de diferentes cepas aisladas de la superficie de estas macroalgas, dado que con 
las anteriores metodologías y aproximaciones expresadas en los capítulos previos, el 
componente no-cultivable estaba siendo evaluado de manera que no existía información 
sobre el componente cultivable y sobre la actividad del mismo. Por tanto, y como es 
sabido, una aproximación válida en la búsqueda de genes lipolíticos parte de la 
evaluación de dicha actividad en cepas productoras de enzimas lipolíticas por medio de 
métodos dependientes de cultivo, así, el objetivo principal de esta parte del trabajo, es la 
de evaluar y verificar la actividad lipolítica de bacterias aisladas de la superficie de U. 
lactuca, empleando diferentes sustratos.    
 
5.1. Metodología 
5.1.1. Medios de cultivo 
Para la evaluación y verificación de la actividad lipolítica de las cepas aisladas de la 
superficie de U. lactuca, se emplearon los siguientes medios de cultivo: para un litro, 
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Agar LB + 1 % v/v de tributirina (triptona 10 g, cloruro de sodio 10 g, extracto de levadura 
5 g, agar bacteriológico 15 g, 1 ml de tributirina), agar Tween 20 (peptona 10 g, cloruro 
de sodio 5 g, agar bacteriológico 15 g, cloruro de calcio 1.1 g, Tween 20 10 ml) y agar 
Aceite de Oliva-Rojo Fenol (agar nutritivo 13 g, cloruro de sodio 5 g, cloruro de calcio 1 g, 
rojo fenol 0.1 g, aceite de oliva 30 ml, y el pH ajustado entre 7.3 y 7.4). 
 
5.1.2. Cepas epífitas de Ulva lactuca a evaluar 
Las cepas a evaluar fueron aisladas a partir de talos de U. lactuca y su actividad lipolítica 
preliminar fue evaluada en un trabajo paralelo al presente estudio. De esta manera, se 
escogieron cinco cepas potenciales productoras de enzimas lipolíticas (C22, C71, C151, 
C11 y C19A) del banco de cepas “Bacterias aisladas de la superficie de Ulva lactuca” 
para la evaluación empleando diferentes sustratos. 
 
5.1.3. Caracterización de las cepas epífitas cultivables de Ulva 
lactuca 
5.1.3.1. Identidad de las cepas 
Se determinó la identidad de las cepas de referencia obtenidas de la superficie de Ulva 
lactuca, por medio de la secuenciación del gen 16S rRNA. Para este fin se realizó PCR 
con las siguientes condiciones: para un volumen de reacción de 20 µl, una concentración 
final de Buffer Taq 1X, dNTPs 0.5 Mm, primers universales 27F y 1492R 0.5 µM, MgCl2 
2.0 mM, Taq Polimerasa 1.0 U/µl y 100 ng de ADN molde. Las condiciones en el 
programa del termociclador fueron: desnaturalización a 95 °C x 5 mins, 30 ciclos de 
desnaturalización a 94 °C x 30 secs, anillamiento a 55 °C x 1 min, extensión a 72 °C x 
1.5 mins y finalmente, la elongación final a 72 °C x 10 mins.  
 
Los productos de PCR obtenidos fueron visualizados en geles de agarosa al 2 % y el 
fragmento de interés fue identificado por tener un tamaño de más o menos entre 1500 y 
1600 pb. Los fragmentos fueron purificados y enviados a secuenciación por SANGER al 
Instituto de Genética de la Universidad Nacional de Colombia. Una vez obtenidas las 




5.1.3.2. Comprobación de la actividad lipolítica 
Se seleccionaron las cepas C11, C19A y C22 por exhibir preliminarmente una buena 
actividad lipolítica. Su actividad fue confirmada a través del crecimiento y degradación del 
sustrato en tres medios de cultivo diferenciales: agar LB suplementado con 1 % v/v de 
tributirina [33], agar Tween 20 [194, 198, 199], y agar Aceite de Oliva con rojo fenol como 
indicador [194, 199, 200]. Las cepas fueron incubadas a 28 °C por 1 semana y media, y 
al cabo de este tiempo, la actividad fue evidenciada. Esto se llevó a cabo con el fin de 
verificar la actividad positiva en la degradación de los tres diferentes sustratos. 
 
5.2. Resultados 
5.2.1. Identidad de las cepas bacterianas de referencia 
La cepa C19A presentó una morfología de bacilos cortos gram positivos, mientras que 
las cepas C71 y C151 exhibieron una morfología de bacilos alargados gram positivos. 
Por otra parte, las cepas C22 y C11 presentaron una morfología de bacilos-curvos gram 
negativos (figura 5-1). 
 
Adicionalmente, se obtuvieron las secuencias del gen 16S rRNA y tras el análisis 
bioinformático, se lograron identificar las cepas epífitas cultivables de Ulva lactuca hasta 
nivel de género con un porcentaje mayor al 90 % y especie con un porcentaje mayor al 
98 %, como se muestra en la tabla 5-1. Además, se observó que los géneros 
predominantes fueron Bacillus sp., y Vibrio sp. En adición, las cepas 71 y 151 pertenecen 
a la misma especie y esto se comprueba porque ambas exhiben una morfología casi 
idéntica. Las secuencias de fragmentos del gen 16S rRNA se encuentran depositadas en 
las bases de datos del NCBI y los números de acceso se presentan en la tabla 5-1. 
 
Por otra parte, las cinco cepas formaron halos transparentes en medios de LB 
enriquecidos con tributirina 1 % v/v lo cual indica la degradación del sustrato a 28 °C y 
por consiguiente son positivos para la actividad lipolítica (figura 5-2). Adicionalmente, se 
observó que durante el cultivo de las cepas en caldo marino, a las 24 h de incubación, 
todas las cepas producían una nata densa gelatinosa en el fondo de los tubos. Por esta 
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razón, los cultivos no se dejaron más de 24 h, pues entre mayor biomasa bacteriana, 
más difícil se hacía la extracción del ADN bacteriano. 
 
Figura 5-1: Morfología bacteriana y de gram de las cepas de referencia C11, C19A, C22, 
C71 y C151, aisladas de la superficie de U. lactuca. Fotografías tomadas por Jordan Ruiz 
(2015 y 2016). 
Cepa C22 Cepa C71 Cepa C151 
   
Cepa C11 Cepa C19A 
  
 
Tabla 5-1. Identificación de las cepas epífitas cultivables de Ulva lactuca a través de la 












11 435 Vibrio alginolyticus 98 Negativo KY421560 
19A 1030 Bacillus xiamenensis 100 Positivo KY421570 
22 1120 Vibrio azureus 90 Negativo KY421571 
71 820 Bacillus megaterium 99.74 Positivo KY421572 




Figura 5-2: Actividad lipolítica de las cepas de referencia (se muestra la actividad de las 
cepas C22, C151, C19A y C11, de izquierda a derecha) evidenciada por la formación de 
un halo transparente alrededor de la siembra. Fotografías tomadas por Jordan Ruiz 




5.2.2. Comprobación de la actividad lipolítica de las cepas de 
referencia 
En la tabla 5-2 se muestra en resumen la actividad lipolítica evidenciada por la 
degradación o no de los sustratos en los medios diferenciales. De acuerdo con ello, las 
cepas C11, C19A y C22 exhiben muy buena actividad lipolítica al degradar la tributirina y 
el Tween 20 como se observa en la figura 5-3, tras la formación de un halo trasparente y 
un precipitado blanco en el fondo del medio respectivamente.  
 
No obstante, en cuanto a la degradación del aceite de oliva, ninguna de las cepas 
presentó actividad (evidenciada por el cambio en el color del medio de rojo a naranja o 
amarillo) (figura 5-3) y los medios permanecieron de color rojo o con ligeros cambios de 
color en todo el medio pero sin indicar la actividad degradativa. Este color naranja puede 
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deberse a ligeros cambios en el pH tras la incubación pero no indican la degradación del 
aceite de oliva. 
 
Tabla 5-2: Actividad lipolítica evidenciada por la degradación de los sustratos Tributirina 
1% v/v, Tween 20 1% v/v y Aceite de Oliva. 
Sustrato/Cepa Tributirina 1% v/v Tween 20 1% v/v Aceite de Oliva 
C11 ++++ +++ - 
C19A ++ ++ - 
C22 ++ ++++ - 
-: no hubo actividad, +: baja actividad, ++: actividad moderada, +++: actividad intensa, 
++++: actividad muy intensa. 
 
Figura 5-3: Actividad lipolítica de las cepas C11, C19A y C22 con los sustratos Tributirina 
(formación de un halo trasparente), Tween 20 (formación de una zona de precipitación), y 
Aceite de Oliva (formación de una zona amarilla). Fotografías tomadas por Jordan Ruiz 
(2015 y 2016). 
Actividad con Tributirina Actividad con Tween 20 




   
 
Por su parte, la cepa C11 exhibió una actividad mucho más fuerte en agar LB 
suplementado con tributirina, dado que el halo formado llegó a una longitud de 3 cm al 
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cabo de cuatro días de incubación, sin embargo, este halo fue creciendo paulatinamente 
hasta llegar a una longitud de 5 cm después de una semana de incubación a 28 ºC 
(figura 5-4), y además, aún después de almacenarse a 4 °C, esta cepa mostró actividad 
tras degradar el sustrato, ya que al cabo de dos semanas, todo el agar perdió la opacidad 
característica que le da el sustrato tributirina, lo cual indica su degradación completa. 
 
Figura 5-4: Actividad lipolítica de la cepa C11 en agar LB con tributirina 1 % v/v. Se 
muestra la actividad al cabo de 48 h, 4 días y una semana de incubación a 28 °C. 
Fotografías tomadas por Jordan Ruiz (2016). 
48 h de incubación 4 días de incubación 1 semana de incubación 
   
 
 
5.3.  Discusión 
En relación a las cepas de referencia seleccionadas para este estudio, es importante 
mencionar que las superficies de las macroalgas del género Ulva están compuestas 
principalmente por bacterias de los grupos Alfa-proteobacteria y Bacteroidetes [45, 91], 
los cuales se caracterizan por exhibir morfologías a manera de bacilos gram-negativos 
alargados [187]. En este estudio, las bacterias aisladas de la superficie de U. lactuca, 
seleccionadas como cepas de referencia (cepas C19A, C71 y C151), presentaron formas 
correspondientes a bacilos cortos y alargados gram-positivos pertenecientes al género 
Bacillus, por lo que se trata de bacterias pertenecientes al grupo Firmicutes. Este grupo 
también es común en las superficies de U. lactuca, aunque en menor proporción [45, 91, 
92]. Sin embargo, especies marinas del género Bacillus como B. megaterium y B. 
xiamenensis, han sido reportadas como productoras de enzimas lipolíticas de tipo 
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lipasa/esterasa de actividad sobre sustratos de cadena media (C4 – C8) y muy baja 
actividad sobre sustratos de cadenas largas [201], lo cual fue comprobado en el presente 
estudio dado que las cepas C19A, C71 y C151, exhibían muy buena actividad sobre 
sustratos como la tributirina y el Tween los cuales presentan ácidos graso de cadenas 
cortas y medias, pero no sobre sustratos como el aceite de olvida que tiene ácidos 
grasos de cadena larga. No obstante, estas enzimas producidas por varias cepas de B. 
megaterium se caracterizan además por ser de tipo extracelular, termoestable (55 ºC) y 
estable a pH alcalino (9.0) [202-204], lo cual tiene un valor importante en el sector 
industrial y biotecnológico. 
 
Por otro lado, las cepas C11 y C22, presentaron formas de bacilos gram-negativos y 
pertenecen al género Vibrio, por lo que se trata de representantes del grupo de las 
proteobacterias. Éstas últimas cepas, se caracterizaron por exhibir una muy buena 
actividad lipolítica evaluada en agar nutritivo con 1 % de NaCl y suplementado con 
tributirina 1 % v/v, lo cual se evidenció por la formación de halos de degradación con 
diámetros mayores a 1.5 cm [16, 24-26, 31, 44]. Es así como, la formación de halos de 
degradación que indican actividad lipolítica, sirvió como criterio de selección para utilizar 
estas cepas como controles en los posteriores pasos relacionados con la identificación 
de genes lipolíticos vía PCR. 
 
En concordancia, los análisis obtenidos luego de la secuenciación del gen 16S rRNA [91, 
205], indican que las cepas que exhibieron muy buena actividad lipolítica (C11 en agar 
tributirina y C22 en agar Tween-20), corresponden al género Vibrio sp., con una identidad 
mayor al 90 %, cuyas especies pertenecientes al grupo de las gamma-proteobacteria. 
Este grupo es uno de los más representativos dentro las poblaciones de bacterias 
epífitas asociadas a U. lactuca (después de las alfa-proteobacterias y los bacteroidetes) 
[45, 73, 92], representando cerca del 8.4 % en una librería del gen 16S rRNA proveniente 
de bacterias epífitas de U. lactuca [91]. Resultados similares fueron obtenidos por Tujula 
(2006), quien encontró 6 filo-tipos correspondientes a especies del género Vibrio, grupo 
que representó la mayor parte de la fracción cultivable de bacterias epífitas asociadas a 
U. lactuca [73, 92]. Adicionalmente, son varios los estudios que han comprobado la 
actividad lipolítica de diferentes especies del género Vibrio, debido a la producción de 
lipasas extracelulares, y han concluido que esta característica podría estar relacionada 
bien sea con una estrategia para degradar sustratos extracelulares complejos [206], o 
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como factor de virulencia, dado que muchas cepas que son patógenas han sido aisladas 
de organismos marinos como camarones (Litopenaeus vannamei), ostras y algunos 
peces como los pargos (Lutjanus sp.) [206-208]; sin embargo, ninguna actividad 
patogénica ha sido reportada para el caso de macroalgas marinas. 
  
De acuerdo a lo anterior, el uso de diferentes sustratos como la tributirina, ha permitido 
identificar la actividad lipolítica, bien sea de las bacterias del componente cultivable de la 
superficie de U. lactuca, o del componente no cultivable, a través del tamizaje funcional 
de las librerías de sub-clones derivadas de clones activos encontrados a partir del 
metagenoma de las superficies de dicha macroalga. Esta evaluación de la actividad 
lipolítica se ha logrado a través de la propiedad de las lipasas de hidrolizar los enlaces 
estéricos de los lípidos [17, 19, 102, 110, 149]. Se sabe que el sustrato tributirina ha sido 
empleado ampliamente como indicador de la actividad lipolítica [209, 210] dado que, éste 
es un triglicérido de éster compuesto de ácido butírico (C4) y un esqueleto de glicerol, 
que forma una emulsión opaca con el medio de cultivo (generalmente Luria Bertani) [18, 
32]. Así, las bacterias o (sub)clones que contienen los genes lipolíticos, al sintetizar estas 
enzimas, pueden utilizar dicho sustrato rompiendo los enlaces estéricos a través de 
mecanismos de hidrólisis. Este proceso, ocasiona la liberación de los ácidos grasos y 
glicerol, los cuales son solubles en el medio generando una zona transparente en el sitio 
de la hidrólisis [211]. En este estudio, todas las cepas evaluadas exhibieron actividad 
frente a este sustrato, sin embargo, el diámetro del halo de degradación de la tributirina 
fue mucho mayor para la cepa C11, la cual presentó actividad hasta después de una 
semana de incubación a 28 ºC, e incluso a 4 ºC. Esto muestra que puede tratarse de una 
enzima termo-estable, con un amplio rango de tolerancia y además, activa al frío, 
características que son muy comunes en enzimas provenientes de ambientes marinos, 
las cuales exhiben otras propiedades tales como tolerancia a altas concentraciones de 
sal y a condiciones de pH alcalino [116, 152, 153, 212]. 
 
Adicionalmente, existen otras formas de comprobar la actividad lipolítica, por ejemplo, a 
través del sustrato Tween 20. Este sustrato también ha sido utilizado ampliamente como 
indicador previo de la actividad debido a que el Tween 20 es un polioxietilen-sorbitano 
unido con un enlace estérico a una cadena de ácido láurico (C12) [198, 213]. 
Generalmente, el Tween 20 se usa en medio sólido con cloruro de calcio (CaCl2), el cual 
se encuentra en forma soluble en el medio. Una vez ocurre la hidrólisis del enlace 
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estérico del Tween 20, se liberan los ácidos grasos y estos se unen con los iones calcio 
(Ca2+) formando un complejo que es visible como cristales de sal insolubles en el medio. 
Esta sal se precipita y forma una zona blanca alrededor de la región de hidrólisis [198, 
213], lo cual es un indicio de actividad positiva. En el caso de las cepas evaluadas, las 
denominadas C11, 19A y 22 exhibieron muy buena actividad frente al sustrato Tween-20, 
sin embargo, la cepa C22 se caracterizó por presentar la mayor actividad [214].  
 
A pesar de que estos ensayos son ampliamente utilizados, solo describen la actividad 
lipolítica como la ruptura de los enlaces estéricos [198]. Sin embargo, para comprobar 
que se tratan de lipasas verdaderas, se utiliza como indicador la degradación del aceite 
de oliva [194]. El aceite de oliva contiene diferentes triglicéridos de ácidos grasos de 
cadena larga como el esteárico (C18), oleico (C18:1), linoleico (C18:2), linolénico 
(C18:3), araquídico (C20), eicosenoico (C20:1), behénico (C22) y lignocérico (C24). 
Como las lipasas verdaderas llevan a cabo la hidrólisis de ácidos grasos de cadena 
larga, una forma de comprobar dicha actividad es a través de un medio suplementado 
con aceite de oliva y un indicador como el rojo fenol, bajo condiciones de pH 7.3 [200]. El 
rojo fenol es un colorante indicador con un punto final a pH 7.4 en donde es de color rojo 
intenso, pero una vez ocurre la hidrólisis de los triglicéridos y de los ácidos grasos, se 
presenta una disminución en el pH del medio a 7.0 – 6.9, lo que genera un viraje en el 
color a un amarillo-naranja alrededor de la zona de hidrólisis [200, 215, 216]. De esta 
manera, se indica que se tratan de lipasas verdaderas. No obstante, ninguna de las 
















6. Conclusiones y recomendaciones 
6.1. Conclusiones 
En lo relacionado con la obtención del ADN total o metagenómico de las bacterias 
epífitas de Ulva lactuca, se puede concluir que a través del método selectivo de 
extracción empleado en el presente estudio, fue posible obtener ADN total de alto peso 
molecular y de muy buena calidad, que puede ser empleado bien sea en la construcción 
de librerías metagenómicas para tamizaje funcional ó como ADN molde para 
aplicaciones posteriores como PCR, en la identificación de genes novedosos presentes 
en dicho metagenoma. 
 
Adicionalmente, fue posible identificar en dicho ADN total, genes codificantes para 
enzimas de tipo Tiolasa, las cuales están estrechamente relacionadas con la función de 
las lipasas y podrían responder a la teoría de que las comunidades de bacterias epífitas 
en las macroalgas del género Ulva están basadas más en la función que en las especies 
de microorganismos que las componen. 
 
Por otra parte factores como la alta diversidad genética, la variación en la composición y 
abundancia de las especies de bacterias epífitas, la alta diversidad dentro de las familias 
de lipasas, y la inexactitud en las condiciones en el diseño de los oligonucleótidos y de la 
PCR, explican las dificultades en la identificación de genes codificantes para lipasas 
sintetizadas por bacterias epífitas de U. lactuca. Sin embargo, fue posible obtener un 
fragmento de ADN que podría corresponder al gen de una lipasa verdadera en el 
metagenoma de la superficie de U. lactuca dada la confirmación a través de PCR con los 




También, con base en lo obtenido tras la construcción de las librerías de subclones a 
partir de una previa librería metagenómica de las bacterias epífitas de U. lactuca, fue 
posible evidenciar la actividad lipolítica expresada en los subclones, tras la degradación 
de los sustratos tributirina y Tween 20 y se espera que dichos insertos de interés 
identificados vía PCR, correspondan a genes lipolíticos de tipo esterasa. 
 
Finalmente, este estudio identificó actividad lipolítica en cepas muy activas para los 
distintos sustratos evaluados, destacándose una bacteria capaz de degradar tributirina y 
Tween 20, incluso a 4 ºC. Esta cepa fue identificada como Vibrio alginolyticus, y se sabe 




Se recomienda el uso de otros Kits comerciales u otras técnicas de extracción de ADN 
total (por ejemplo aquellas que emplean cocteles enzimáticos y limpiadores multi-
enzimáticos) que mejoren la eficiencia de la extracción y con ello la cantidad y calidad del 
mismo.  
 
También se recomienda el diseño de diferentes sets de primers degenerados para otros 
tipos de enzimas lipolíticas como las esterasas, que son muy comunes en los ambientes 
marinos, para de esta manera identificarlas en el metagenoma de las bacterias epífitas 
de Ulva lactuca. Por último, se recomienda continuar con la sobre-expresión de los genes 
obtenidos en el presente estudio, con el fin de caracterizar las enzimas recombinantes y 












A. Anexo: Tablas y figuras complementarias 
Tabla A-1: Concentración del ADN total extraído de las bacterias epífitas de muestras de 
talos de Ulva lactuca. Se muestra el alga, el peso del alga usado en la extracción, la 
identificación del producto de extracción (ID) y la concentración promedio ± DE (ng/µl) del 
ADN total. 
Extracción Talo algal 
Peso 
usado (g) 
Concentración de ADN 
total (ng/µl) (n = 6)* 
1 
A1 0.81 18.05 ± 1.02 
A2 0.80 24.07 ± 0.37 
2 
A1R 0.85 11.34 ± 0.84 
A2R 0.82 16.73 ± 0.34 
3 
M1 0.80 31.53 ± 0.16 
M1R 0.91 16.05 ± 0.42 
4 
M3 0.80 22.13 ± 0.12 
M4 0.82 19.43 ± 0.06 
M5 0.81 21.20 ± 0.35 
M6 0.81 54.33 ± 0.12 
M7 0.80 48.13 ± 0.12 
M8 0.82 49.93 ± 0.42 
M9 0.80 36.60 ± 0.20 
M10 0.80 39.67 ± 0.46 
M11 0.81 59.13 ± 0.23 
M12 0.83 48.80 ± 0.53 





Tabla A-2: ADN total de las bacterias epífitas de Ulva lactuca proveniente de mix de talos 
y de talos individuales. Se muestra la concentración en ng/µl del ADN extraído. 








Tabla A-3: Lipasas y esterasas obtenidas a partir del (meta)-genoma de las bacterias 
asociadas a organismos marinos y de agua de mar. Se muestra el número de acceso en 
el NCBI, la clasificación de la familia de lipasas, el origen de la enzima y la actividad y/o 
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Tabla A-4: Concentración del ADN genómico extraído de las cepas C11, C19A, C22, 
C71, C151, Burkholderia cepacia y Pseudomonas aeroginosa a través de dos métodos 
de extracción. Se muestra el promedio ± DE (desviación estándar). 
 




C22 2.49 ± 0.075 ng/µl 307.48 ± 18.75 ng/µl 
C71 9.61 ± 0.185 ng/µl 87.60 ± 0.070 ng/µl 
C151 11.53 ± 0.006 ng/µl 86.35 ± 0.046 ng/µl 
C11 - 968.92 ± 7.64 ng/µl 
C19A - 833.13 ± 13.67 ng/µl 
B. cepacia - 1022.20 ± 5.42 ng/µl 
P. aeruginosa - 1133.41 ± 2.10 ng/µl 
 
Figura A-1: Corrido electroforético en gel de agarosa 0.8 % de las muestras de ADN 
extraídas de las cepas C11, C22, C71 y C151. Se muestran las extracciones con Fast 









Figura A-3: Vector pJET 1.2/blunt empleado en la subclonación de los insertos de 
interés. Se muestran los sitios de corte con enzimas de restricción, el sitio de inserción 
del fragmento de ADN de interés, los genes bla (resistencia a ampicilina) y eco47IR (gen 
letal), y el replicón rep (Pmb1). El promotor T7 permite la transcripción in vitro del 





Tabla A-5: Eficiencia obtenida para cada ensayo de clonación y transformación de E. coli 
dH5α. Se muestra el ADN fosmídico fragmentado del que se partió, la proporción 
inserto/vector, el tiempo de ligación empleado, la cantidad de inserto a clonar (ng), la 


















Ensayo 1 4' 1:1 5 33.62 26.76 1 x 106 
Ensayo 1 4' 1:1 15 33.62 26.76 2 x 106 
Ensayo 2 4' 1:1 30 33.62 26.76 0 
Ensayo 3 4' 3:1 15 100.87 26.76 5 x 104 
Ensayo 4 4' 1:1 15 33.62 26.76 3 x 106 
Ensayo 5 4 1:1 15 33.62 46.04 2 x 106 
Ensayo 6 Control 2:1 15 33.62 24.00 5 x 106 
Ensayo 7 2 1:1 15 25.22 33.80 1 x 106 
Ensayo 8 2 3:1 15 75.66 33.80 5 x 105 
* Este valor fue calculado teóricamente a través de la herramienta disponible en 
www.thermoscientific.com/reviewer 
 
Tabla A-6: Confirmación de la actividad lipolítica de los sub-clones aparentemente 
positivos. Se muestra el ADN del cual se construyó la librería de sub-clones, el número 
del sub-clon evaluado, y la actividad en agar Tween 20 y agar LB suplementado con 









Actividad en LB 
con 1 % 
tributirina (v/v) 
ADN fragmentado 
Fósmidos Clon 4’ 
1 No  + 
2 No  + 
3 No  + 
4 No  + 
5 No  + 
6 No  + 
7 No  + 
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8  ++++  +++ 
9 No  + 
10 No  + 
11 No  + 
12 No  + 
13 No  + 
14 No  + 
15 No  + 
16  +++  +++ 
ADN fragmentado 
Fósmidos Clon 4 
17  +++  +++ 
18  +++  ++ 
19  +++  ++ 
20  +++  ++ 
21  +++  ++ 
22  +++  ++ 
23 No No 
24 No No 
25 No No 
26 No No 
27 No No 
28 No No 
29  ++++  +++ 
30 No No 
31 No No 
32 No No 
33 No No 
ADN fragmentado 
Fósmidos Clon 2 
34  ++++ No 
35 No No 
36 No No 
37 No No 
38  ++++ No 
39  ++ No 
40 No No 
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41  ++ No 
42  ++++  +++ 
43  ++ No 
44 No  ++ 
45 No  ++ 
46 No  ++ 
47 No  ++ 
48  ++++  +++ 
49 No  ++ 
50 No  ++ 
ADN fragmentado 
Fósmidos Clon 4 
51  ++++  ++++ 
52  ++++  ++++ 
ADN fragmentado 
Fósmidos Clon 2 
53  ++++  ++++ 
54  ++++  ++++ 
+ Muy baja actividad (zona clara mínima y precipitado mínimo, PZ entre 1.0 y 0.9) 
++ Baja actividad (zona clara aparente y zona de precipitado, PZ entre 0.89 y 0.80) 
+++ Alta actividad (zona clara extensa y precipitado alto, PZ entre 0.79 y 0.70) 
++++ Muy alta actividad (zona clara > 2.5 cm y precipitado extenso) 
 
Tabla A-7: ADN plasmídico obtenido de los sub-clones con mayor actividad lipolítica 
evidenciada por la degradación de los sustratos tributirina y Tween 20. Se muestran la 









8 94.90 ± 16.98 1.84 
16 160.58 ± 6.37 1.87 
17 460.33 ± 50.26 1.88 
20 2.31 ± 1.04 1.34 
34 363.20 ± 17.50 1.89 
38 24.10 ± 0.73 1.72 
42 182.67 ± 3.22 1.88 
48 100.77 ± 3.09 1.87 
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51 44.08 ± 1.37 1.92 
52 7.38 ± 0.53 1.81 
53 42.53 ± 0.32 1.89 


































B. Anexo: Procedimientos y protocolos 
1. Crio-preservación de las cepas 
Se partió de un cultivo de 24 h a 28 °C de la cepa en 5 ml de caldo marino. Cada 
cultivo fue centrifugado a 6000 rpm, y el pellet obtenido fue resuspendido en 5 ml de 
caldo marino + 20 % de glicerol, para luego alicuotar 1 ml de la mezcla en los tubos 
crio-viales estériles. Este procedimiento se llevó a cabo para cada una de las cepas de 
referencia, las cuales están almacenadas en el laboratorio de Microbiología del 
Instituto de Biotecnología en la Universidad Nacional de Colombia. Por otra parte, de 
los repiques quincenales, se tomaron asadas para inocular medios de caldo marino, 
agar marino y agar TSA + 1 % de NaCl, para posteriores pruebas y preservación de 
las mismas. Como actividad adicional, se llevó a cabo un registro fotográfico de la 




Se partió de un cultivo de 10 ml en caldo marino, incubado a 28 ºC durante 24 h. Los 
cultivos fueron centrifugados a 5000 rpm por 15 min. El precipitado resultante fue 
lavado con un volumen de solución salina estéril (SSE) (NaCl 0.85% p/v, EDTA 
10mM), y resuspendido en buffer TE (Tris-HCl 10 mM, EDTA 1 mM). Para la 
extracción se utilizó: lisozima 20 mg/ml (CF: 0.1 mg/ml) a 37 ºC por 30 mins, SDS 10 
% (CF: 0.3 %), proteinasa K 20 mg/ml (CF: 0.1 mg/ml) a 37 ºC por 1 h, NaCl 5 M a 65 
ºC por 10 mins, Fenol–Cloroformo–Alcoholisoamílico 25:24:1, Cloroformo–Alcohol 
isoamílico 24:1 (3 lavados), RNAsa 20 mg/ml (CF: 0.2 mg/ml) a 37 ºC por 1 h, 
Isopropanol a – 20 ºC por 1 día (o toda la noche), y etanol al 70 %. Al final, el 
precipitado del ADN extraído se resuspendió en buffer TE o en agua ultra-pura estéril. 
Con el fin de eliminar residuos de proteínas y otras impurezas, el ADN extraído fue 
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tratado nuevamente con RNAsa 20 mg/ml, Fenol–Cloroformo–Alcoholisoamílico 
25:24:1 (2 lavados), cloroformo (2 lavados), acetado de sodio 3 M, etanol absoluto (a – 
20 ºC durante toda la noche) y etanol al 70 % (2 lavados). 
 
3. Extracción y purificación en Gel 
Se llevó a cabo una extracción en gel de agarosa al 1 % y purificación del fragmento a 
través del GeneJET Gel Extraction Kit, siguiendo el protocolo con algunas 
modificaciones. Para ello, se tomó el producto concentrado obtenido por PCR y se 
corrió en un gel de agarosa al 1 %. El corrido electroforético se hizo como se ilustra en 
la figura 3-2, en donde en el primer carril se montó el marcador de tamaño, en el 
segundo, 5 µl de la muestra y en un pozo más grande, se dispuso todo el producto de 
PCR a purificar. Se realizó un primer corte vertical del gel para revelar con luz UV y 
determinar en qué parte del gel había quedado el fragmento de interés, en este caso 
la banda que corresponde al tamaño de más o menos 950 pb. Una vez identificada la 
banda, se marcó el sitio en el gel y se ensambló esta parte del gel con la que no había 
sido expuesta a la luz UV y a través de una regla se realizó un corte horizontal de más 
o menos 0.25 cm hacia arriba y hacia debajo de dónde había quedado la banda de 
interés. El gel cortado fue dispuesto en un tubo falcon de 15 ml estéril y previamente 
pesado. A continuación se pesó el tubo que contenía el gel y se calculó el peso 
aproximado del gel. De acuerdo a este peso, se agregó el Buffer QG (300 μl por cada 
100 mg de gel). Luego, se incubó a 55 °C por 10 minutos o hasta que el gel estuviera 
completamente disuelto. Una vez disuelto el gel, se añadió 100 μl de Isopropanol al 
100 % por cada 100 mg del gel.  
 
A continuación, la mezcla fue pasada por las columnas de purificación GeneJET con 
su respectivo tubo de colecta. Una vez obtenido el sobrenadante, este procedimiento 
se repitió por dos veces más. La columna fue limpiada con un exceso de buffer QG y 
luego se adicionaron 750 μl del Buffer PE para lavar. Se incubó por cinco minutos a 
temperatura ambiente y luego se centrifugó a 13000 rpm por un minuto. Finalmente, 
se re-suspendió el ADN en la matriz con el Buffer EB (elución) y se incubó por 15 
minutos para luego centrifugar a 13000 rpm por un minuto en un tubo eppendorf 




Figura B-1: Estructura para el corte del fragmento de interés en un gel de agarosa al 
1 %. Las líneas punteadas indican el sitio de corte. 
 
 
4. Título de E. coli 
Para ello, se tomaron 50 µl de células competentes de E. coli dH5α previamente 
preparadas a una densidad óptica promedio de 0.54 ± 0.0015 y almacenadas a – 80 
ºC; se diluyeron en 200 µl de medio S.O.C (dilución 1/5) y se realizaron diluciones 
seriadas en base 10 consecutivas hasta 107. A continuación, se plaquearon 0.15 ml a 
partir de la dilución 104 por triplicado en agar LB sin antibiótico. Las placas se 
incubaron a 37 ºC por 24 h y se realizó el recuento de las colonias individuales. El 




En donde: las UFC (unidades formadoras de colonia) promedio corresponden al 
promedio de las colonias de la dilución contable entre 30 y 300 UFC. Se tuvo en 
cuenta también el factor inverso de la dilución (ej: de 1/107 sería 107), el volumen 




5. Control de la eficiencia de la transformación 
Se llevó a cabo un ensayo de clonación control utilizando el producto control de PCR 
del kit y de acuerdo con el procedimiento estandarizado del kit que incluye una 
proporción de inserto/vector 2:1, un tiempo de ligación de 15 minutos y un ADN control 
de concentración 24.0 ng/µl.  
 
6. Construcción de las librerías de subclones 
Para la construcción de las librerías de subclones, se llevó a cabo el siguiente 
protocolo que incluye la adaptación del vector a las condiciones de clonación, la 
preparación de las células competentes, y la transformación por choque térmico: 
 
A. Ensayo de generación de extremos romos y ligación 
 
Reactivo Cantidad 
2X Reaction Buffer 10 µl 
Producto de PCR o fragmento 
de ADN con extremos 
cohesivos 
1 µl (0.15 pmol 
ends) 
Agua libre de nucleasas Completar a 17 µl 
DNA Blunting Enzyme 1 µl 
Volumen total 18 µl 
 
1. Montar el Mix de reacción de generación de extremos romos en hielo. Hacer 
vortex y centrifugar por 3 – 5 segundos. 
2. Incubar el Mix a 70 ºC por 5 minutos. Enfriar en hielo. 
3. Montar el Mix de reacción de ligación en hielo. Adicionar la siguiente mezcla al 
Mix de reacción de generación de extremos romos: 
 
Reactivo Cantidad 
pJET 1.2/blunt Cloning Vector (50 
ng/µl) 
1 µl 
T4 DNA Ligasa 1 µl 




4. Hacer vortex y centrifugar por 3 – 5 segundos. 
5. Incubar el Mix de reacción de ligación a temperatura ambiente (22 ºC) por 5 y 15 
minutos. Si el producto de PCR es mayor a 3 kb, la ligación puede prolongarse a 30 
minutos, sin embargo más de 30 minutos no es recomendable y puede disminuir la 
eficiencia de la clonación.  
6. Usar el Mix de ligación directamente para la transformación. En caso de posponer 
la transformación, mantener el Mix de ligación a – 20 ºC y descongelar en hielo 
mezclando cuidadosamente antes de la transformación. 
 
B.  Ensayo de preparación de células competentes de Escherichia coli DH5α 
 
Solución stock Concentración 
Caldo LB (libre de antibióticos) - 
Cultivo de E. coli DH5α - 
CaCl2 0.1 M 
Buffer FT (CaCl2 85 mM y 15 % de 
glicerol) 
- 
Etanol seco o Nitrógeno líquido - 
 
1. Incubar 0.5 ml de cultivo de E. coli DH5α en 25 ml de medio LB (libre de 
antibióticos), durante toda la noche (overnight). 
2. Tomar 0.5 ml del cultivo anterior e inocular en 25 ml de medio LB. Dejar 
incubando a 37 ºC en shaker durante 2 o 3 horas hasta que la densidad óptica (O.D.) 
esté sea entre 0.3 y 0.6 a 600 nm. Para ello, tomar 1 ml del cultivo sin inocular 
(blanco) y 1 ml del cultivo overnight, en celdas diferentes, y medir en el 
espectrofotómetro. Hacer varias mediciones en el tiempo hasta obtener la O.D. 
deseada. 
3. Centrifugar el cultivo en un tubo estéril a 3000 rpm por 5 minutos. 
4. Descartar el sobrenadante y resuspender el pellet en 4.5 ml de CaCl2 0.1 M 
enfriado en hielo. Incubar en hielo por 40 minutos. 
5. Centrifugar a 3000 rpm por 5 minutos y resuspender el pellet en 1.75 ml de Buffer 
FT (CaCl2 85 mM y 15 % de glicerol). 
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6. En tubos eppendorf estériles, poner alícuotas de 50 µl de la mezcla anterior y 
congelar las células a – 80 ºC. 
7. Almacenar las células a – 80 ºC (estas células podrán retener su competencia por 
6 – 9 meses). 
 
C. Ensayo de transformación de las células competentes por choque térmico 
 
1. Utilizar ≤ 5 µl  del mix de ligación con 50 µl de células competentes de E. coli 
DH5α en hielo. 
2. Incubar en hielo durante 30 minutos. Rápidamente, someter la mezcla de 
transformación (células competentes + mix de ligación) a 42 ºC por 30 segundos en 
baño térmico. 
3. Enfriar la mezcla por 2 minutos en hielo seco. 
4. Adicionar 250 µl de medio SOC  
5. Incubar durante 1 hora a 37 ºC con agitación continua 
6. Adicionar 10 – 200 µl de las células transformadas en agar LB + ampicilina. 
7. Incubar a 37 ºC durante toda la noche (overnight). Las colonias individuales 
aparecen después de 16 horas de incubación. 
 
Preparación de soluciones stock 
 
A. Caldo LB libre de antibióticos 
 
1. Para 1 litro de dH2O, mezclar 10 g de triptona, 5 g de extracto de levadura y 10 g 
de NaCl. 
2. Tomar alícuotas de 50 ml y 0.9 ml en tubos de tapa rosca y esterilizar. 
 
B. Soluciones de CaCl2 0.1 M y Buffer FT 
 
1. Preparar una solución stock de CaCl2 500 mM, pesar 5.55 g de CaCl2 y disolver 
en 100 ml de dH2O. 
2. Resuspender 20 ml de la solución stock en 80 ml de dH2O. Ésta es la solución de 
CaCl2 0.1 M. 
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3. Resuspender 17 ml de la solución stock en 68 ml de dH2O y 15 ml de glicerol. 
Éste es el Buffer FT que contiene CaCl2 85 mM y 15 % de glicerol. 
 
C. Solución de ampicilina 100 mg/ml 
 
1. Disolver 1 g de ampicilina en 10 ml de dH2O. 
2. Esterilizar la solución a través de un filtro-jeringa (0.2 mM) y preparar alícuotas de 
1.0 ml en tubos eppendorf estériles individuales. Almacenar a – 20 ºC. 
 
D. Agar LB + ampicilina 
 
1. Para 1 litro de dH2O, mezclar 10 g de triptona, 5 g de extracto de levadura, 10 g 
de NaCl y 15 g de agar bacteriológico. 
2. Disolver en 800 ml de dH2O, ajustar el pH a 7.0 con NaOH y completar con dH2O 
a 1000 ml. 
3. Enfriar el medio a 50 ºC y adicionar 100 µl de ampicilina (100 mg/ml) por 100 ml 
de agar LB. 
4. Mezclar y servir en cajas de petri. 
 
E. Medio enriquecido SOC 
 
Reactivo Cantidad para 1 L de H2O 
Triptona 20 g 
Extracto de levadura 5 g 
NaCl 0.5 g 
KCl 0.25 M 10 ml 
NaOH 1 N - 
Glucosa 20 % 18 ml 
MgCl2 2 M 5 ml 
 
1. Preparar 200 ml de medio SOC. Pesar 4 g de Triptona, 0.1 g de NaCl y 1 g de 
extracto de levadura. Disolver en ~ 193 ml de agua desionizada (HPLC). 
2. Adicionar 2 ml de KCl 0.25 M. 
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3. Ajustar el pH a 7.2 con NaOH 1 N. 
4. Esterilizar el medio por autoclave. 
5. Dejar enfriar el medio y adicionar 3.6 ml de solución de glucosa al 20 % 
esterilizada por filtración. 

































C. Anexo: Medios de cultivo 
Figura C-1. Medios de cultivo empleados para la caracterización de las cepas de 
referencia y en el tamizaje funcional de los subclones obtenidos en la librería. Arriba, al 
lado izquierdo se muestra el medio Tween 20. Al lado derecho, un medio nutritivo con 
aceite de oliva y rojo fenol. Abajo, se muestra el medio LB modificado con la adición de 

































E. Anexo: Divulgación 
Figura E-1. Certificado de participación en el Segundo Congreso Colombiano de 




Figura E-2. Certificado de participación en el Bogotá Microbial Meeting (Edición II) en 
modalidad de Póster de Investigación. 
 
 











































[1] Armstrong, E., Yan, L., Boyd, K. G., Wright, P. C., Burgess, J. G., The symbiotic role of 
marine microbes on living surfaces. Hydrobiologia 2001, 461, 37-40. 
[2] Comba-Gonzalez, N. B., Ruiz-Toquica, J. S., Lopez-Kleine, L., Montoya-Castano, D., 
Epiphytic Bacteria of Macroalgae of the Genus Ulva and their Potential in Producing 
Enzymes Having Biotechnological Interest. Journal of Marine Biology & Oceanography 
2016, 2016. 
[3] Wahl, M., Marine epibiosis. I. Fouling and antifouling: some basic aspects. Marine 
Ecology Progress Series 1989, 58, 175-189. 
[4] Wahl, M., Goecke, F., Labes, A., Dobretsov, S., Weinberger, F., The second skin: 
ecological role of epibiotic biofilms on marine organisms. Frontiers in microbiology 2012, 
3. 
[5] Egan, S., Harder, T., Burke, C., Steinberg, P., et al., The seaweed holobiont: 
understanding seaweed-bacteria interactions. FEMS Microbiology Reviews 2013, 37, 
462-476. 
[6] Haygood, M. G., Schmidt, E. W., Davidson, S. K., Faulkner, D. J., Microbial symbionts 
of marine invertebrates: opportunities for microbial biotechnology. Journal of molecular 
microbiology and biotechnology 1999, 1, 33-43. 
[7] Zheng, L. I., Han, X., Chen, H., Lin, W., Yan, X., Marine bacteria associated with 
marine macroorganisms: the potential antimicrobial resources. Annals of Microbiology 
2005, 55, 119-124. 
[8] Steinberg, P. D., de Nys, R., CHEMICAL MEDIATION OF COLONIZATION OF 
SEAWEED SURFACES1. Journal of Phycology 2002, 38, 621-629. 
[9] Menezes, C. B. A., Bonugli-Santos, R. C., Miqueletto, P. B., Passarini, M. R. Z., et al., 
Microbial diversity associated with algae, ascidians and sponges from the north coast of 
Sao Paulo state, Brazil. Microbiological Research 2010, 165, 466-482. 
103 
 
[10] Goecke, F., Labes, A., Wiese, J., Imhoff, J. F., Chemical interactions between marine 
macroalgae and bacteria. Marine Ecology Progress Series 2010, 409, 267-300. 
[11] El-Said, G. F., El-Sikaily, A., Chemical composition of some seaweed from 
Mediterranean Sea coast, Egypt. Environmental Monitoring And Assessment 2013, 185, 
6089-6099. 
[12] Ito, K., Hori, K., Seaweed: chemical composition and potential food uses. Food 
reviews international 1989, 5, 101-144. 
[13] Gosch, B. J., Magnusson, M., Paul, N. A., Nys, R., Total lipid and fatty acid 
composition of seaweeds for the selection of species for oil‐based biofuel and 
bioproducts. Gcb Bioenergy 2012, 4, 919-930. 
[14] Kennedy, J., O’leary, N. D., Kiran, G. S., Morrissey, J. P., et al., Functional 
metagenomic strategies for the discovery of novel enzymes and biosurfactants with 
biotechnological applications from marine ecosystems. Journal of applied microbiology 
2011, 111, 787-799. 
[15] Cavaco-Paulo, A., Gubitz, G., Textile processing with enzymes, Elsevier 2003. 
[16] Glogauer, A., Martini, V. P., Faoro, H., Couto, G. H., et al., Identification and 
characterization of a new true lipase isolated through metagenomic approach. Microb Cell 
Fact 2011, 10, 54. 
[17] Jaeger, K.-E., Eggert, T., Lipases for biotechnology. Current opinion in Biotechnology 
2002, 13, 390-397. 
[18] Jaeger, K.-E., Kovacic, F., Determination of lipolytic enzyme activities. Pseudomonas 
Methods and Protocols 2014, 111-134. 
[19] Hasan, F., Shah, A. A., Hameed, A., Industrial applications of microbial lipases. 
Enzyme and Microbial Technology 2006, 39, 235-251. 
[20] Kim, E.-Y., Oh, K.-H., Lee, M.-H., Kang, C.-H., et al., Novel cold-adapted alkaline 
lipase from an intertidal flat metagenome and proposal for a new family of bacterial 
lipases. Applied and environmental microbiology 2009, 75, 257-260. 
[21] Lee, M.-H., Lee, C.-H., Oh, T.-K., Song, J. K., Yoon, J.-H., Isolation and 
characterization of a novel lipase from a metagenomic library of tidal flat sediments: 
evidence for a new family of bacterial lipases. Applied and environmental microbiology 
2006, 72, 7406-7409. 
104 
 
[22] Lee, H. S., Kwon, K. K., Kang, S. G., Cha, S.-S., et al., Approaches for novel enzyme 
discovery from marine environments. Current Opinion in Biotechnology 2010, 21, 353-
357. 
[23] Chu, X., He, H., Guo, C., Sun, B., Identification of two novel esterases from a marine 
metagenomic library derived from South China Sea. Applied microbiology and 
biotechnology 2008, 80, 615-625. 
[24] Peng, Q., Zhang, X., Shang, M., Wang, X., et al., A novel esterase gene cloned from 
a metagenomic library from neritic sediments of the South China Sea. Microb Cell Fact 
2011, 10, 95. 
[25] Hu, Y., Fu, C., Yin, Y., Cheng, G., et al., Construction and preliminary analysis of a 
deep-sea sediment metagenomic fosmid library from Qiongdongnan Basin, South China 
Sea. Marine biotechnology 2010, 12, 719-727. 
[26] Hu, Y., Fu, C., Huang, Y., Yin, Y., et al., Novel lipolytic genes from the microbial 
metagenomic library of the South China Sea marine sediment. FEMS microbiology 
ecology 2010, 72, 228-237. 
[27] Fu, C., Hu, Y., Xie, F., Guo, H., et al., Molecular cloning and characterization of a 
new cold-active esterase from a deep-sea metagenomic library. Applied microbiology and 
biotechnology 2011, 90, 961-970. 
[28] Hårdeman, F., Sjöling, S., Metagenomic approach for the isolation of a novel 
low‐temperature‐active lipase from uncultured bacteria of marine sediment. FEMS 
microbiology ecology 2007, 59, 524-534. 
[29] Karpushova, A., Brümmer, F., Barth, S., Lange, S., Schmid, R. D., Cloning, 
recombinant expression and biochemical characterisation of novel esterases from 
Bacillus sp. associated with the marine sponge Aplysina aerophoba. Applied microbiology 
and biotechnology 2005, 67, 59-69. 
[30] Okamura, Y., Kimura, T., Yokouchi, H., Meneses-Osorio, M., et al., Isolation and 
characterization of a GDSL esterase from the metagenome of a marine sponge-
associated bacteria. Marine biotechnology 2010, 12, 395-402. 
[31] Selvin, J., Kennedy, J., Lejon, D. P. H., Kiran, G. S., Dobson, A. D. W., Isolation 
identification and biochemical characterization of a novel halo-tolerant lipase from the 




[32] Su, J., Zhang, F., Sun, W., Karuppiah, V., et al., A new alkaline lipase obtained from 
the metagenome of marine sponge Ircinia sp. World Journal of Microbiology and 
Biotechnology 2015, 31, 1093-1102. 
[33] Yung, P. Y., Burke, C., Lewis, M., Kjelleberg, S., Thomas, T., Novel antibacterial 
proteins from the microbial communities associated with the sponge Cymbastela 
concentrica and the green alga Ulva australis. Applied and environmental microbiology 
2011, 77, 1512-1515. 
[34] Kennedy, J., Marchesi, J. R., Dobson, A. D. W., Marine metagenomics: strategies for 
the discovery of novel enzymes with biotechnological applications from marine 
environments. Microb Cell Fact 2008, 7, 27. 
[35] Penesyan, A., Ballestriero, F., Daim, M., Kjelleberg, S., et al., Assessing the 
Effectiveness of Functional Genetic Screens for the Identification of Bioactive Metabolites. 
Marine Drugs 2013, 11, 40-49. 
[36] Gilbert, J. A., Steele, J. A., Caporaso, J. G., Steinbrück, L., et al., Defining seasonal 
marine microbial community dynamics. ISME Journal: Multidisciplinary Journal of 
Microbial Ecology 2012, 6, 298-308. 
[37] Egan, S., Thomas, T., Kjelleberg, S., Unlocking the diversity and biotechnological 
potential of marine surface associated microbial communities. Current opinion in 
microbiology 2008, 11, 219-225. 
[38] Glöckner, F. O., Calewaert, J.-B., Gasol, J. M., McDonough, N., Marine Microbial 
Diversity and its role in Ecosystem Functioning and Environmental Change, European 
Science Foundation 2012. 
[39] Penesyan, A., Marshall-Jones, Z., Holmstrom, C., Kjelleberg, S., Egan, S., 
Antimicrobial activity observed among cultured marine epiphytic bacteria reflects their 
potential as a source of new drugs. FEMS Microbiology Ecology 2009, 69, 113-124. 
[40] Burke, C., Steinberg, P., Rusch, D., Kjelleberg, S., Thomas, T., Bacterial community 
assembly based on functional genes rather than species. Proceedings of the National 
Academy of Sciences 2011, 108, 14288-14293. 
[41] Sieburth, J. M., Tootle, J. L., SEASONALITY OF MICROBIAL FOULING ON 
ASCOPHYLLUM NODOSUM (L.) LEJOL., FUCUS VESICULOSUS L., POLYSIPHONIA 
LANOSA (L.) TANDY AND CHONDRUS CRISPUS STACKH1. Journal of Phycology 
1981, 17, 57-64. 
[42] Ivanova, V., Stancheva, M., Petrova, D., Fatty Acid Composition of Black Sea Ulva 
rigida and Cystoseira crinita. Bulgarian Journal of Agricultural Science 2013, 19, 42-47. 
106 
 
[43] Banerjee, K., Ghosh, R., Homechaudhuri, S., Mitra, A., Biochemical composition of 
marine macroalgae from gangetic delta at the apex of Bay of Bengal. African Journal of 
Basic & Applied Sciences 2009, 1, 96-104. 
[44] Peng, Q., Wang, X., Shang, M., Huang, J., et al., Isolation of a novel alkaline-stable 
lipase from a metagenomic library and its specific application for milkfat flavor production. 
Microbial cell factories 2014, 13, 1. 
[45] Burke, C., A metagenomic analysis of the epiphytic bacterial community from the 
green macroalga Ulva australis. 2010. 
[46] Konopka, A., What is microbial community ecology? ISME Journal: Multidisciplinary 
Journal of Microbial Ecology 2009, 3, 1223-1230. 
[47] Friedrich, M. W., Microbial Communities, Structure, and Function, Encyclopedia of 
Geobiology, Springer 2011, pp. 592-595. 
[48] Stahl, D. A., Flowers, J. J., Hullar, M., Davidson, S., Structure and Function of 
Microbial Communities, The Prokaryotes, Springer 2013, pp. 3-30. 
[49] Surajit, D., Lyla, S., Khan, A., INDE: Current Science Association 2006, pp. 1325 - 
1335. 
[50] VerBerkmoes, N. C., Denef, V. J., Hettich, R. L., Banfield, J. F., Systems Biology: 
Functional analysis of natural microbial consortia using community proteomics. Nature 
Reviews Microbiology 2009, 7, 196-205. 
[51] Macintyre, L., Zhang, T., Viegelmann, C., Martinez, I. J., et al., Metabolomic Tools for 
Secondary Metabolite Discovery from Marine Microbial Symbionts. Marine Drugs 2014, 
12, 3416-3448. 
[52] Beattie, G. A., Lindow, S. E., THE SECRET LIFE OF FOLIAR BACTERIAL 
PATHOGENS ON LEAVES. Annual Review of Phytopathology 1995, 33, 145-172. 
[53] Gnanamanickam, S., Immanuel, J. E., Epiphytic bacteria, their ecology and functions, 
in: Gnanamanickam, S. (Ed.), Plant-Associated Bacteria, Springer Netherlands 2006, pp. 
131-153. 
[54] Armstrong, E., Boyd, K. G., Burgess, J. G., Prevention of marine biofouling using 
natural compounds from marine organisms. Biotechnology annual review 2000, 6, 221-
241. 
[55] Matsuo, Y., Suzuki, M., Kasai, H., Shizuri, Y., Harayama, S., Isolation and 
phylogenetic characterization of bacteria capable of inducing differentiation in the green 
alga Monostroma oxyspermum. Environmental Microbiology 2003, 5, 25-35. 
107 
 
[56] Ikuma, K., Decho, A. W., Lau, B. L. T., The Extracellular Bastions of Bacteria—A 
Biofilm Way of Life. Nature Education Knowledge 2013, 4, 2. 
[57] Barott, K. L., Rodriguez-Brito, B., Janouškovec, J., Marhaver, K. L., et al., Microbial 
diversity associated with four functional groups of benthic reef algae and the reef-building 
coral Montastraea annularis. Environmental Microbiology 2011, 13, 1192-1204. 
[58] Webster, N. S., Taylor, M. W., Marine sponges and their microbial symbionts: love 
and other relationships. Environmental Microbiology 2012, 14, 335-346. 
[59] Lachnit, T., Meske, D., Wahl, M., Harder, T., Schmitz, R., Epibacterial community 
patterns on marine macroalgae are host-specific but temporally variable. Environmental 
Microbiology 2011, 13, 655-665. 
[60] Hurd, C. L., Harrison, P. J., Bischof, K., Lobban, C. S., Seaweed Ecology and 
Physiology, Cambridge University Press 2014. 
[61] Lobban, C. S., Seaweed ecology and physiology, Cambridge University Press 1994. 
[62] Littler, D., Littler, M., Washintong D. C., OffShore Graphics 2000, p. 542. 
[63] Lachnit, T., Blümel, M., Imhoff, J. F., Wahl, M., Specific epibacterial communities on 
macroalgae: phylogeny matters more than habitat. Aquatic Biology 2009, 5, 181-186. 
[64] Armstrong, E., gt, Rogerson, A., Leftley, J. W., The abundance of heterotrophic 
protists associated with intertidal seaweeds. Estuarine, Coastal and Shelf Science 2000, 
50, 415-424. 
[65] Bolser, R. C., Hay, M. E., Are tropical plants better defended? Palatability and 
defenses of temperate vs. tropical seaweeds. Ecology 1996, 77, 2269-2286. 
[66] Bonaldo, R. M., Hay, M. E., Seaweed-Coral Interactions: Variance in Seaweed 
Allelopathy, Coral Susceptibility, and Potential Effects on Coral Resilience. PLoS ONE 
2014, 9, 1-12. 
[67] Cetrulo, G. L., Hay, M. E., Activated chemical defenses in tropical versus temperate 
seaweeds. 2000. 
[68] Bianco, É. M., Teixeira, V. L., Pereira, R. C., Chemical defenses of the tropical 
marine seaweed Canistrocarpus cervicornis against herbivory by sea urchin. Brazilian 
Journal of Oceanography 2010, 58, 213-218. 
[69] Alamsjah, M. A., Hirao, S., Ishibashi, F., Oda, T., Fujita, Y., Algicidal activity of 
polyunsaturated fatty acids derived from Ulva fasciata and U. pertusa (Ulvaceae, 
Chlorophyta) on phytoplankton. Journal of Applied Phycology 2008, 20, 713-720. 
108 
 
[70] Tang, Y. Z., Gobler, C. J., The green macroalga,< i> Ulva lactuca</i>, inhibits the 
growth of seven common harmful algal bloom species via allelopathy. Harmful Algae 
2011, 10, 480-488. 
[71] Seyedsayamdost, M. R., Carr, G., Kolter, R., Clardy, J., Roseobacticides: small 
molecule modulators of an algal-bacterial symbiosis. Journal of the American Chemical 
Society 2011, 133, 18343-18349. 
[72] Desbois, A. P., Smith, V. J., Antibacterial free fatty acids: activities, mechanisms of 
action and biotechnological potential. Applied microbiology and biotechnology 2010, 85, 
1629-1642. 
[73] Tujula, N. A., Analysis of the epiphytic bacterial community associated with the green 
alga Ulva australis, University of New South Wales 2006. 
[74] Longford, S. R., Tujula, N. A., Crocetti, G. R., Holmes, A. J., et al., Comparisons of 
diversity of bacterial communities associated with three sessile marine eukaryotes. 
Aquatic microbial ecology 2007, 48, 217-229. 
[75] Zuschin, M., Hohenegger, J., Steininger, F., Book review of Littler DM. Littler MM 
(2000) Caribbean Reef Plants An Identification Guide to the Reef Plants of the Caribbean, 
Bahamas, Florida and Gulf of Mexico. Coral Reefs 2001, 20, 106-106. 
[76] Ogawa, T., Ohki, K., Kamiya, M., Differences of spatial distribution and seasonal 
succession among Ulva species (Ulvophyceae) across salinity gradients. Phycologia 
2013, 52, 637-651. 
[77] Guiry, M. D., Guiry, G. M., in: publication, W.-w. e. (Ed.), National University of 
Ireland,  Galway, National University of Ireland,  Galway 2014. 
[78] Abd El Baky, H. H., El Baz, F. K., El-Baroty, G. S., Potential biological properties of 
sulphated polysaccharides extracted from the macroalgae Ulva lactuca L. Acad. J. 
Cancer Res 2009, 2, 1-11. 
[79] Ortiz, J., Romero, N., Robert, P., Araya, J., et al., Dietary fiber, amino acid, fatty acid 
and tocopherol contents of the edible seaweeds< i> Ulva lactuca</i> and< i> Durvillaea 
antarctica</i>. Food chemistry 2006, 99, 98-104. 
[80] Bruhn, A., Dahl, J., Nielsen, H. B., Nikolaisen, L., et al., Bioenergy potential of< i> 
Ulva lactuca</i>: Biomass yield, methane production and combustion. Bioresource 
technology 2011, 102, 2595-2604. 
[81] Chiu, Y.-H., Chan, Y.-L., Li, T.-L., Wu, C.-J., Inhibition of Japanese Encephalitis Virus 
Infection by the Sulfated Polysaccharide Extracts from Ulva lactuca. Marine 
Biotechnology 2012, 468. 
109 
 
[82] Lahaye, M., Robic, A., Structure and functional properties of ulvan, a polysaccharide 
from green seaweeds. Biomacromolecules 2007, 8, 1765-1774. 
[83] Collén, P. N., Jeudy, A., Sassi, J.-F., Groisillier, A., et al., A novel unsaturated β-
glucuronyl hydrolase involved in ulvan degradation unveils the versatility of 
stereochemistry requirements in family GH105. Journal of Biological Chemistry 2014, 
289, 6199-6211. 
[84] Trivedi, N., Gupta, V., Kumar, M., Kumari, P., et al., An alkali-halotolerant cellulase 
from< i> Bacillus flexus</i> isolated from green seaweed< i> Ulva lactuca</i>. 
Carbohydrate Polymers 2011, 83, 891-897. 
[85] Trivedi, N., Gupta, V., Reddy, C. R. K., Jha, B., Enzymatic hydrolysis and production 
of bioethanol from common macrophytic green alga< i> Ulva fasciata</i> Delile. 
Bioresource technology 2013, 150, 106-112. 
[86] Rao, D., Webb, J. S., Kjelleberg, S., Microbial colonization and competition on the 
marine alga Ulva australis. Applied and environmental microbiology 2006, 72, 5547-5555. 
[87] Rao, D., Webb, J. S., Holmström, C., Case, R., et al., Low densities of epiphytic 
bacteria from the marine alga Ulva australis inhibit settlement of fouling organisms. 
Applied and environmental microbiology 2007, 73, 7844-7852. 
[88] Silva-Aciares, F., Riquelme, C., Inhibition of attachment of some fouling diatoms and 
settlement of Ulva lactuca zoospores by film-forming bacterium and their extracellular 
products isolated from biofouled substrata in Northern Chile. Electronic Journal of 
Biotechnology 2008, 11, 60-70. 
[89] Kumar, V., Rao, D., Thomas, T., Kjelleberg, S., Egan, S., Antidiatom and antibacterial 
activity of epiphytic bacteria isolated from Ulva lactuca in tropical waters. World Journal of 
Microbiology & Biotechnology 2011, 27, 1543-1549. 
[90] Egan, S., Thomas, T., Holmström, C., Kjelleberg, S., Phylogenetic relationship and 
antifouling activity of bacterial epiphytes from the marine alga Ulva lactuca. Environmental 
Microbiology 2000, 2, 343-347. 
[91] Burke, C., Thomas, T., Lewis, M., Steinberg, P., Kjelleberg, S., Composition, 
uniqueness and variability of the epiphytic bacterial community of the green alga Ulva 
australis. ISME Journal: Multidisciplinary Journal of Microbial Ecology 2011, 5, 590-600. 
[92] Tujula, N. A., Crocetti, G. R., Burke, C., Thomas, T., et al., Variability and abundance 
of the epiphytic bacterial community associated with a green marine Ulvacean alga. The 
ISME journal 2009, 4, 301-311. 
110 
 
[93] Egan, S., James, S., Holmström, C., Kjelleberg, S., Inhibition of algal spore 
germination by the marine bacterium Pseudoalteromonas tunicata. FEMS Microbiology 
Ecology 2001, 35, 67-73. 
[94] Egan, S., James, S., Holmström, C., Kjelleberg, S., Correlation between pigmentation 
and antifouling compounds produced by Pseudoalteromonas tunicata. Environmental 
Microbiology 2002, 4, 433-442. 
[95] Franks, A., Egan, S., Holmström, C., James, S., et al., Inhibition of fungal colonization 
by Pseudoalteromonas tunicata provides a competitive advantage during surface 
colonization. Applied and environmental microbiology 2006, 72, 6079-6087. 
[96] Abbassy, M. A., Marzouk, M. A., Rabea, E. I., Abd-Elnabi, A. D., Insecticidal and 
Fungicidal Activity of Ulva lactuca Linnaeus (Chlorophyta) Extracts and their Fractions. 
Annual Research & Review in Biology 2014, 4, 2252-2262. 
[97] Bowman, J. P., Bioactive compound synthetic capacity and ecological significance of 
marine bacterial genus Pseudoalteromonas. Marine drugs 2007, 5, 220-241. 
[98] Gupta, R., Gupta, N., Rathi, P., Bacterial lipases: an overview of production, 
purification and biochemical properties. Applied Microbiology and Biotechnology 2004, 64, 
763-781. 
[99] Mala, J. G. S., Takeuchi, S., Understanding structural features of microbial lipases—
an overview. Analytical chemistry insights 2008, 3, 9. 
[100] Patil, K. J., Chopda, M. Z., Mahajan, R. T., Lipase biodiversity. Indian Journal of 
Science and Technology 2011, 4, 971-982. 
[101] Zhang, C., Kim, S.-K., Research and application of marine microbial enzymes: 
status and prospects. Marine drugs 2010, 8, 1920-1934. 
[102] Verma, N., Thakur, S., Bhatt, A. K., Microbial Lipases: Industrial Applications and 
Properties (A Review). Int Res J Biol Sci 2012, 1, 88-92. 
[103] Svendsen, A., Lipase protein engineering. Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - 
Protein Structure and Molecular Enzymology 2000, 1543, 223-238. 
[104] Aravindan, R., Anbumathi, P., Viruthagiri, T., Lipase applications in food industry. 
Indian Journal of Biotechnology 2007, 6, 141. 
[105] Araújo, R., Casal, M., Cavaco-Paulo, A., Application of enzymes for textile fibres 
processing. Biocatalysis and Biotransformation 2008, 26, 332-349. 
[106] Saikia, R., Microbial Biotechnology, New India Publishing Agency, Delhi 2008. 
[107] Cavicchioli, R., Charlton, T., Ertan, H., Omar, S. M., et al., Biotechnological uses of 
enzymes from psychrophiles. Microbial biotechnology 2011, 4, 449-460. 
111 
 
[108] Kapoor, M., Gupta, M. N., Lipase promiscuity and its biochemical applications. 
Process Biochemistry 2012, 47, 555-569. 
[109] Saxena, R. K., Sheoran, A., Giri, B., Davidson, W., Purification strategies for 
microbial lipases. Journal of Microbiological Methods 2003, 52, 1-18. 
[110] Treichel, H., de Oliveira, D., Mazutti, M. A., Di Luccio, M., Oliveira, J. V., A review on 
microbial lipases production. Food and Bioprocess Technology 2010, 3, 182-196. 
[111] Horikoshi, K., Alkaliphiles: some applications of their products for biotechnology. 
Microbiology and Molecular Biology Reviews 1999, 63, 735-750. 
[112] Meilleur, C., Hupé, J.-F., Juteau, P., Shareck, F., Isolation and characterization of a 
new alkali-thermostable lipase cloned from a metagenomic library. Journal of industrial 
microbiology & biotechnology 2009, 36, 853-861. 
[113] Prabhawathi, V., Boobalan, T., Sivakumar, P. M., Doble, M., Antibiofilm Properties 
of Interfacially Active Lipase Immobilized Porous Polycaprolactam Prepared by LB 
Technique. PLoS ONE 2014, 9, 1-12. 
[114] Trincone, A., Marine biocatalysts: enzymatic features and applications. Marine 
drugs 2011, 9, 478-499. 
[115] Taupp, M., Mewis, K., Hallam, S. J., The art and design of functional metagenomic 
screens. Current opinion in biotechnology 2011, 22, 465-472. 
[116] Vester, J. K., Glaring, M. A., Stougaard, P., Discovery of novel enzymes with 
industrial potential from a cold and alkaline environment by a combination of functional 
metagenomics and culturing. Microbial Cell Factories 2014, 13, 1-28. 
[117] Handelsman, J., Metagenomics: application of genomics to uncultured 
microorganisms. Microbiology and Molecular Biology Reviews 2005, 69, 195-195. 
[118] Schmeisser, C., Steele, H., Streit, W. R., Metagenomics, biotechnology with non-
culturable microbes. Applied microbiology and biotechnology 2007, 75, 955-962. 
[119] Culligan, E. P., Sleator, R. D., Marchesi, J. R., Hill, C., Metagenomics and novel 
gene discovery: Promise and potential for novel therapeutics. Virulence 2013, 5, 0-1. 
[120] Schloss, P. D., Handelsman, J., Biotechnological prospects from metagenomics. 
Current opinion in biotechnology 2003, 14, 303-310. 
[121] Chen, Y., Wu, L., Boden, R., Hillebrand, A., et al., Life without light: microbial 
diversity and evidence of sulfur-and ammonium-based chemolithotrophy in Movile Cave. 
The ISME journal 2009, 3, 1093-1104. 
112 
 
[122] Kotik, M., Novel genes retrieved from environmental DNA by polymerase chain 
reaction: current genome-walking techniques for future metagenome applications. Journal 
of biotechnology 2009, 144, 75-82. 
[123] Su, C., Lei, L., Duan, Y., Zhang, K.-Q., Yang, J., Culture-independent methods for 
studying environmental microorganisms: methods, application, and perspective. Applied 
microbiology and biotechnology 2012, 93, 993-1003. 
[124] Rondon, M. R., August, P. R., Bettermann, A. D., Brady, S. F., et al., Cloning the 
soil metagenome: a strategy for accessing the genetic and functional diversity of 
uncultured microorganisms. Applied and environmental microbiology 2000, 66, 2541-
2547. 
[125] Xu, J., Invited review: microbial ecology in the age of genomics and metagenomics: 
concepts, tools, and recent advances. Molecular Ecology 2006, 15, 1713-1731. 
[126] Burke, C., Kjelleberg, S., Thomas, T., Selective extraction of bacterial DNA from the 
surfaces of macroalgae. Applied and environmental microbiology 2009, 75, 252-256. 
[127] Fujimoto, S., Nakagami, Y., Kojima, F., Optimal bacterial DNA isolation method 
using bead-beating technique. Memoirs Kyushu Univ Dep Of Health Scis Of Medical Sch 
2004, 3, 33-38. 
[128] Vandeventer, P. E., Weigel, K. M., Salazar, J., Erwin, B., et al., Mechanical 
Disruption of Lysis-Resistant Bacterial Cells by Use of a Miniature, Low-Power, 
Disposable Device. Journal of Clinical Microbiology 2011, 49, 2533-2539. 
[129] Wesolowska-Andersen, A., Bahl, M. I., Carvalho, V., Kristiansen, K., et al., Choice 
of bacterial DNA extraction method from fecal material influences community structure as 
evaluated by metagenomic analysis. Microbiome 2014, 2, 19. 
[130] Bag, S., Saha, B., Mehta, O., Anbumani, D., et al., An Improved Method for High 
Quality Metagenomics DNA Extraction from Human and Environmental Samples. 
Scientific Reports 2016, 6, 26775. 
[131] García, C., Díaz-Pulido, G., Dynamics of a macroalgal rocky intertidal community in 
the Colombian Caribbean. Bol. Invest. Mar. Cost 2006, 35, 7-18. 
[132] Camacho, O., Montaña Fernández, J., Cultivo experimental en el mar de alga roja 
Hypnea musciforms en el área de Santa Marta, Caribe colombiano. 2011. 
[133] Herrera, A. F., Oceanografía de la ensenada de Gaira: El Rodadero, más que un 
centro turístico en el Caribe colombiano, U. Jorge Tadeo Lozano 2005. 
[134] Cumming, G., Fidler, F., Vaux, D. L., Error bars in experimental biology. The Journal 
of Cell Biology 2007, 177, 7-11. 
113 
 
[135] Yeates, C., Gillings, M. R., Davison, A. D., Altavilla, N., Veal, D. A., Methods for 
microbial DNA extraction from soil for PCR amplification. Biological procedures online 
1998, 1, 40-47. 
[136] Farell, E. M., Alexandre, G., Bovine serum albumin further enhances the effects of 
organic solvents on increased yield of polymerase chain reaction of GC-rich templates. 
BMC Research Notes 2012, 5, 257-257. 
[137] Bengtsson, M. M., Sjøtun, K., Øvreås, L., Seasonal dynamics of bacterial biofilms 
on the kelp Laminaria hyperborea. 2010. 
[138] Abu Almakarem, A. S., Heilman, K. L., Conger, H. L., Shtarkman, Y. M., Rogers, S. 
O., Extraction of DNA from plant and fungus tissues in situ. BMC Research Notes 2012, 
5, 266-266. 
[139] Solomon, S., Kachiprath, B., Jayanath, G., Sajeevan, T. P., et al., High-quality 
metagenomic DNA from marine sediment samples for genomic studies through a 
preprocessing approach. 3 Biotech 2016, 6, 160. 
[140] Debbab, A., Aly, A. H., Lin, W. H., Proksch, P., Bioactive compounds from marine 
bacteria and fungi. Microbial biotechnology 2010, 3, 544-563. 
[141] López-López, O., E Cerdan, M., I Gonzalez Siso, M., New extremophilic lipases and 
esterases from metagenomics. Current Protein and Peptide Science 2014, 15, 445-455. 
[142] Trincone, A., Review: Potential biocatalysts originating from sea environments. 
Journal of Molecular Catalysis. B, Enzymatic 2010, 66, 241-256. 
[143] Trincone, A., Marine enzymes for biocatalysis: sources, biocatalytic characteristics 
and bioprocesses of marine enzymes, Elsevier 2013. 
[144] Debashish, G., Malay, S., Barindra, S., Joydeep, M., Marine enzymes, Marine 
Biotechnology I, Springer 2005, pp. 189-218. 
[145] Kim, S. K., Springer Handbook of Marine Biotechnology, Springer Berlin Heidelberg 
2015. 
[146] Dalmaso, G. Z. L., Ferreira, D., Vermelho, A. B., Marine extremophiles: a source of 
hydrolases for biotechnological applications. Marine drugs 2015, 13, 1925-1965. 
[147] Collén, P. N., Sassi, J.-F., Rogniaux, H., Marfaing, H., Helbert, W., Ulvan lyases 
isolated from the flavobacteria Persicivirga ulvanivorans are the first members of a new 
polysaccharide lyase family. Journal of Biological Chemistry 2011, 286, 42063-42071. 
[148] Martin, M., Function-based Analyses of Bacterial Symbionts Associated with the 
Brown Alga Ascophyllum nodosum and Identification of Novel Bacterial Hydrolytic 
Enzyme Genes. 2016. 
114 
 
[149] Houde, A., Kademi, A., Leblanc, D., Lipases and their industrial applications. 
Applied biochemistry and biotechnology 2004, 118, 155-170. 
[150] Martin, M., Vandermies, M., Joyeux, C., Martin, R., et al., Discovering novel 
enzymes by functional screening of plurigenomic libraries from alga-associated 
Flavobacteriia and Gammaproteobacteria. Microbiological Research 2016, 186–187, 52-
61. 
[151] Arpigny, J. L., Jaeger, K.-E., Bacterial lipolytic enzymes: classification and 
properties. Biochemical Journal 1999, 343, 177-183. 
[152] Kiran, G. S., Shanmughapriya, S., Jayalakshmi, J., Selvin, J., et al., Optimization of 
extracellular psychrophilic alkaline lipase produced by marine Pseudomonas sp.(MSI057). 
Bioprocess and Biosystems Engineering 2008, 31, 483-492. 
[153] Kiran, G. S., Lipton, A. N., Kennedy, J., Dobson, A. D. W., Selvin, J., A halotolerant 
thermostable lipase from the marine bacterium Oceanobacillus sp. PUMB02 with an 
ability to disrupt bacterial biofilms. Bioengineered 2014, 5, 0-1. 
[154] Messaoudi, A., Belguith, H., Gram, I., Hamida, J. B., Classification of EC 3.1. 1.3 
bacterial true lipases using phylogenetic analysis. African journal of biotechnology 2010, 
9, 8243-8247. 
[155] Messaoudi, A., Belguith, H., Ghram, I., Ben Hamida, J., LIPABASE: a database for 
‘true’lipase family enzymes. International journal of bioinformatics research and 
applications 2011, 7, 390-401. 
[156] Rose, T. M., Schultz, E. R., Henikoff, J. G., Pietrokovski, S., et al., Consensus-
degenerate hybrid oligonucleotide primers for amplification of distantly related sequences. 
Nucleic acids research 1998, 26, 1628-1635. 
[157] Rose, T. M., Henikoff, J. G., Henikoff, S., CODEHOP (COnsensus-DEgenerate 
hybrid oligonucleotide primer) PCR primer design. Nucleic Acids Research 2003, 31, 
3763-3766. 
[158] Dieffenbach, C. W., Lowe, T. M., Dveksler, G. S., General concepts for PCR primer 
design. PCR Methods Appl 1993, 3, S30-S37. 
[159] Buck, G. A., Fox, J. W., Gunthorpe, M., Hager, K. M., et al., Design strategies and 
performance of custom DNA sequencing primers. BioTechniques 1999, 27, 528-537. 
[160] Jaric, M., Segal, J., Silva-Herzog, E., Schneper, L., et al., BioMed Central, p. 1. 
[161] Clapp, J. P., Young, J. P. W., Merryweather, J. W., Fitter, A. H., Diversity of fungal 




[162] Gardes, M., Bruns, T. D., ITS primers with enhanced specificity for 
basidiomycetes‐application to the identification of mycorrhizae and rusts. Molecular 
ecology 1993, 2, 113-118. 
[163] Van Pelt-Verkuil, E., Van Belkum, A., Hays, J. P., Springer Verlag, Berlin. View 
Article Google Scholar. 
[164] Varaljay, V. A., Howard, E. C., Sun, S., Moran, M. A., Deep sequencing of a 
dimethylsulfoniopropionate-degrading gene (dmdA) by using PCR primer pairs designed 
on the basis of marine metagenomic data. Applied and environmental microbiology 2010, 
76, 609-617. 
[165] Simon, C., Daniel, R., Metagenomic analyses: past and future trends. Applied and 
environmental microbiology 2011, 77, 1153-1161. 
[166] Hugerth, L. W., Wefer, H. A., Lundin, S., Jakobsson, H. E., et al., DegePrime, a 
program for degenerate primer design for broad-taxonomic-range PCR in microbial 
ecology studies. Applied and environmental microbiology 2014, 80, 5116-5123. 
[167] Kennedy, J., Flemer, B., Jackson, S. A., Lejon, D. P. H., et al., Marine 
metagenomics: new tools for the study and exploitation of marine microbial metabolism. 
Marine drugs 2010, 8, 608-628. 
[168] Barone, R., De Santi, C., Palma Esposito, F., Tedesco, P., et al., Marine 
metagenomics, a valuable tool for enzymes and bioactive compounds discovery. 
Frontiers in Marine Science 2014, 1, 38. 
[169] Ye, J., Coulouris, G., Zaretskaya, I., Cutcutache, I., et al., Primer-BLAST: a tool to 
design target-specific primers for polymerase chain reaction. BMC bioinformatics 2012, 
13, 134. 
[170] Roux, K. H., Optimization and troubleshooting in PCR. Cold Spring Harbor Protocols 
2009, 2009, pdb-ip66. 
[171] Nagai, M., Yoshida, A., Sato, N., Additive effects of bovine serum albumin, 
dithiothreitol and glycerolon PCR. IUBMB Life 1998, 44, 157-163. 
[172] Haapalainen, A. M., Meriläinen, G., Wierenga, R. K., The thiolase superfamily: 
condensing enzymes with diverse reaction specificities. Trends in biochemical sciences 
2006, 31, 64-71. 
[173] Okamura, E., Tomita, T., Sawa, R., Nishiyama, M., Kuzuyama, T., Unprecedented 
acetoacetyl-coenzyme A synthesizing enzyme of the thiolase superfamily involved in the 
116 
 
mevalonate pathway. Proceedings of the National Academy of Sciences 2010, 107, 
11265-11270. 
[174] Jiang, C., Kim, S. Y., Suh, D.-Y., Divergent evolution of the thiolase superfamily and 
chalcone synthase family. Molecular Phylogenetics and Evolution 2008, 49, 691-701. 
[175] Singh, R. P., Kumari, P., Reddy, C. R. K., Antimicrobial compounds from seaweeds-
associated bacteria and fungi. Applied Microbiology and Biotechnology 2015, 99, 1571-
1586. 
[176] Yung, P. Y., Burke, C., Lewis, M., Egan, S., et al., Phylogenetic screening of a 
bacterial, metagenomic library using homing endonuclease restriction and marker 
insertion. Nucleic acids research 2009, 37, e144-e144. 
[177] Iserte, J. A., Stephan, B. I., Goñi, S. E., Borio, C. S., et al., Family-specific 
degenerate primer design: a tool to design consensus degenerated oligonucleotides. 
Biotechnology research international 2013, 2013. 
[178] Hardjasa, A., Ling, M., Ma, K., Yu, H., Investigating the effects of DMSO on PCR 
fidelity using a restriction digest-based method. Journal of Experimental Microbiology and 
Immunology (JEMI) 2010, 14, 161-164. 
[179] Frackman, S., Kobs, G., Simpson, D., Storts, D., Betaine and DMSO: enhancing 
agents for PCR. Promega notes 1998, 65, 27-29. 
[180] Souvenir, R., Buhler, J., Stormo, G., Zhang, W., Springer, pp. 512-526. 
[181] Rosenkranz, D., easypAc: A Tool for Fast prediction, Testing and Reference 
Mapping of Degenerate pcR primers from Alignments or consensus sequences. 
Evolutionary Bioinformatics Online 2012, 8, 151. 
[182] Bele, S. D., Patil, S. S., Sharmila, S., Rebecca, L. J., Isolation and partial purification 
of lipase and protease from marine algae. Journal of Chemical & Pharmaceutical 
Research 2014, 6, 1153-1156. 
[183] Martin, M., Barbeyron, T., Martin, R., Portetelle, D., et al., The Cultivable Surface 
Microbiota of the Brown Alga Ascophyllum nodosum is Enriched in Macroalgal-
Polysaccharide-Degrading Bacteria. Frontiers in microbiology 2015, 6. 
[184] Quail, M. A., DNA: Mechanical Breakage, eLS, John Wiley & Sons, Ltd 2001. 
[185] Ukanis, M., Lubys, A., Tamosevicius, R., Gaidamauskas, E., Google Patents 2016. 
[186] Golar, M. P. C., Shravankar, M. U. N., Research on DNA Matching and 
Classification. 
[187] Madigan, M. T., Martinko, J. M., Bender, K., Buckley, D. P., et al., Brock Biology of 
Microorganisms, Benjamin-Cummings Publishing Company 2014. 
117 
 
[188] Palladino, M. A., Spencer, C. A., Cummings, M. R., Klug, W. S., Concepts of 
Genetics, Pearson Education Limited 2015. 
[189] Inoue, H., Nojima, H., Okayama, H., High efficiency transformation of Escherichia 
coli with plasmids. Gene 1990, 96, 23-28. 
[190] Janjua, S., Younis, S., Deeba, F., Naqvi, S. M. S., High efficiency DNA 
transformation protocol for Escherichia coli using combination of physico-chemical 
methods. Int. J. agr. Biol 2014, 16, 132-138. 
[191] Deininger, P. L., Random subcloning of sonicated DNA: Application to shotgun DNA 
sequence analysis. Analytical Biochemistry 1983, 129, 216-223. 
[192] Dale, R. M. K., McClure, B. A., Houchins, J. P., A rapid single-stranded cloning 
strategy for producing a sequential series of overlapping clones for use in DNA 
sequencing: application to sequencing the corn mitochondrial 18 S rDNA. Plasmid 1985, 
13, 31-40. 
[193] Pérez, D., Martín, S., Fernández-Lorente, G., Filice, M., et al., A novel halophilic 
lipase, LipBL, showing high efficiency in the production of eicosapentaenoic acid (EPA). 
PLoS One 2011, 6, e23325. 
[194] Carissimi, M., Stopiglia, C. D. O., de Souza, T. F., Corbellini, V. A., Scroferneker, M. 
L., Comparison of lipolytic activity of Sporothrix schenckii strains utilizing olive oil-
rhodamine B and tween 80. Tecno-Lógica 2007, 11, 33-36. 
[195] Kung, S. H., Retchless, A. C., Kwan, J. Y., Almeida, R. P. P., Effects of DNA Size 
on Transformation and Recombination Efficiencies in Xylella fastidiosa. Applied and 
Environmental Microbiology 2013, 79, 1712-1717. 
[196] Chan, W.-T., Verma, Chandra S., Lane, David P., Gan, Samuel K.-E., A comparison 
and optimization of methods and factors affecting the transformation of Escherichia coli. 
Bioscience Reports 2013, 33, e00086. 
[197] Zhang, Y., Shi, P., Liu, W., Meng, K., et al., Lipase diversity in glacier soil based on 
analysis of metagenomic DNA fragments and cell culture. Journal of Microbiology and 
Biotechnology 2009, 19, 888-897. 
[198] Kumar, D., Kumar, L., Nagar, S., Raina, C., et al., Screening, isolation and 
production of lipase/esterase producing Bacillus sp. strain DVL2 and its potential 
evaluation in esterification and resolution reactions. Archives of Applied Science 
Research 2012, 4, 1763-1770. 
[199] Ranjitha, P., Karthy, E. S., Mohankumar, A., Purification and Characterization of the 
Lipase from Marine Vibrio fischeri. International Journal of Biology 2009, 1, 48. 
118 
 
[200] Lee, L. P., Karbul, H. M., Citartan, M., Gopinath, S. C. B., et al., Lipase-secreting 
Bacillus species in an oil-contaminated habitat: promising strains to alleviate oil pollution. 
BioMed research international 2015, 2015. 
[201] Ruiz, C., Blanco, A., Pastor, F. I. J., Diaz, P., Analysis of Bacillus megaterium 
lipolytic system and cloning of LipA, a novel subfamily I. 4 bacterial lipase. FEMS 
Microbiology Letters 2002, 217, 263-267. 
[202] Lesuisse, E., Schanck, K., Colson, C., Purification and preliminary characterization 
of the extracellular lipase of Bacillus subtilis 168, an extremely basic pH‐tolerant enzyme. 
European Journal of Biochemistry 1993, 216, 155-160. 
[203] Sekhon, A., Dahiya, N., Tiwari, R. P., Hoondal, G. S., Properties of a thermostable 
extracellular lipase from Bacillus megaterium AKG‐1. Journal of basic microbiology 2005, 
45, 147-154. 
[204] Sekhon, A., Dahiya, N., Tewari, R. P., Hoondal, G. S., Production of extracellular 
lipase by Bacillus megaterium AKG-1 in submerged fermentation. 2006. 
[205] Chun, J., Lee, J.-H., Jung, Y., Kim, M., et al., EzTaxon: a web-based tool for the 
identification of prokaryotes based on 16S ribosomal RNA gene sequences. International 
Journal of Systematic and Evolutionary Microbiology 2007, 57, 2259-2261. 
[206] Costa, R. A., Amorim, L. M. M. C., Araújo, R. L., dos Fernandes Vieira, R. H. S., 
Multiple enzymatic profiles of Vibrio parahaemolyticus strains isolated from oysters. 
Revista Argentina de Microbiología 2013, 45, 267-270. 
[207] López-León, P., Luna-González, A., Escamilla-Montes, R., Flores-Miranda, M. d. C., 
et al., Aislamiento y caracterización de Vibrio parahaemolyticus infeccioso, agente causal 
de AHPND en camarón blanco (Litopenaeus vannamei). Latin american journal of aquatic 
research 2016, 44, 470-479. 
[208] Flores-Miranda, M., Luna-González, A., Campa Córdova, Á. I., Fierro-Coronado, J. 
A., et al., Isolation and characterization of infectious Vibrio sinaloensis strainsfrom the 
Pacific shrimp Litopenaeus vannamei (Decapoda: Penaeidae). Revista de Biología 
Tropical 2012, 60, 567-576. 
[209] Kouker, G., Jaeger, K.-E., Specific and sensitive plate assay for bacterial lipases. 
Applied and environmental microbiology 1987, 53, 211-213. 
[210] Samad, M. Y. A., Razak, C. N. A., Salleh, A. B., Yunus, W. M. Z. W., et al., A plate 




[211] Lanka, S., Latha, J. N. L., A Short Review on Various Screening Methods to Isolate 
Potential Lipase Producers: Lipases-the Present and Future Enzymes of Biotech Industry. 
International Journal of Biological Chemistry 2015, 9, 207-219. 
[212] Maiangwa, J., Ali, M. S. M., Salleh, A. B., Rahman, R. N. Z. R. A., et al., 
Adaptational properties and applications of cold-active lipases from psychrophilic bacteria. 
Extremophiles 2015, 19, 235-247. 
[213] Tigerstrom, R. G. v., Stelmaschuk, S., The use of Tween 20 in a sensitive 
turbidimetric assay of lipolytic enzymes. Canadian journal of microbiology 1989, 35, 511-
514. 
[214] Plou, F. J., Ferrer, M., Nuero, O. M., Calvo, M. V., et al., Analysis of Tween 80 as an 
esterase/lipase substrate for lipolytic activity assay. Biotechnology techniques 1998, 12, 
183-186. 
[215] Gupta, R., Rathi, P., Gupta, N., Bradoo, S., Lipase assays for conventional and 
molecular screening: an overview. Biotechnology and Applied Biochemistry 2003, 37, 63-
71. 
[216] Singh, R., Gupta, N., Goswami, V. K., Gupta, R., A simple activity staining protocol 
for lipases and esterases. Applied microbiology and biotechnology 2006, 70, 679-682. 
[217] Martin, M., Portetelle, D., Michel, G., Vandenbol, M., Microorganisms living on 
macroalgae: diversity, interactions, and biotechnological applications. Applied 
Microbiology and Biotechnology 2014, 98, 2917-2935. 
 
 
